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	I. Introduction		Les	 puces	 sont	 des	 insectes	 sans	 ailes,	 holométaboles,	 aplaties	 latéro-latéralement	 et	dont	les	troisièmes	paires	de	pattes	sont	adaptées	au	saut.	Elles	appartiennent	à	l’ordre	des	Siphonaptères	qui	 compte	à	 ce	 jour	2574	espèces,	 réparties	en	16	 familles	et	238	genres.	Elles	parasitent	les	mammifères,	dont	l’Homme,	et	les	oiseaux.	Les	puces	adultes	sont	dotées	d’un	appareil	buccal	de	type	piqueur	en	forme	de	«	siphon	»,	adapté	à	leur	régime	 alimentaire	 strictement	 hématophage.	 De	 ce	 fait,	 les	 puces	 peuvent	 être	 des	vecteurs	 potentiels	 d’agents	 pathogènes,	 d’importance	 médicale	 et	 vétérinaire	(Beaucournu	and	Launay,	1990).		Le	rôle	vectoriel	des	puces	est	souvent	négligé,	et	leur	importance	médicale	est	souvent	réduite	 à	 leur	 rôle	 pathogène	 direct	induisant	 nuisances	 et	 démangeaisons	 aux	 hôtes	qu’elles	 infestent.	Cependant,	 il	est	 important	de	souligner	qu’en	 fonction	des	espèces,	elles	 peuvent	 transmettre	 des	 agents	 pathogènes	 pouvant	 s’avérer	 mortels	 pour	l’Homme.	 C’est	 le	 cas	 notamment	 de	 la	 bactérie	 Yersinia	 pestis,	 agent	 de	 la	 peste	bubonique	 et	 pulmonaire	 transmise	 par	 la	 puce	 du	 rat	Xenopsylla	cheopis,	 et	 toujours	responsable	 de	 milliers	 de	 morts	 par	 an	 notamment	 en	 Afrique	 (République	Démocratique	 du	 Congo,	 Madagascar)	 et	 en	 Amérique	 du	 Sud	 (Pérou).	On	 peut	également	 citer	 la	 bactérie	 responsable	 du	 typhus	 murin,	 Rickettsia	 typhi,	 transmis	également	par	X.	cheopis	et	d’autres	espèces	de	puces	infestant	les	rongeurs,	ou	encore	le	Myxomavirus,	responsable	de	la	myxomatose	chez	le	lapin	et	transmis	par	Spilopsyllus	
cuniculi.	
	L’espèce	de	puce	qui	est	majoritairement	retrouvée	sur	les	carnivores	domestiques	est	
Ctenocephalides	 felis	(Bouché,	 1835),	 communément	 appelée	 la	 «	puce	du	 chat	».	 Cette	puce	a	 la	capacité	d’infester	différents	types	d’hôtes	(chiens,	chats,	 lapins,	 furets,	veau,	etc.),	 et	 elle	 peut	 également	 piquer	 l’Homme,	 en	 raison	 d’une	 préférence	 d’hôtes	 peu	réduite.	 Elle	 infeste	 généralement	 des	 hôtes	 partageant	 le	 même	 biotope.	 C’est	 ainsi	l’espèce	de	puce	que	 tout	 futur	praticien	vétérinaire	sera	amené	à	rencontrer.	En	plus	des	désagréments	directs	qu’elle	peut	causer	(prurit,	allergie	aux	piqûres	de	puces),	elle	peut	transmettre	à	l’Homme	et	aux	animaux	différents	agents	pathogènes	zoonotiques,	comme	:	 Bartonella	 henselae,	 l’agent	 responsable	 de	 la	 maladie	 des	 griffes	 du	 chat	;	
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	Rickettsia	 felis,	 l’agent	 responsable	 de	 la	 fièvre	 boutonneuse	 à	 puce	;	 ou	 encore	 le	cestode	zoonotique	du	chien	et	du	chat,	Dipylidium	caninum.		Les	 modalités	 de	 transmission	 d’un	 agent	 pathogène	 par	 les	 puces	 sont	 diverses	 et	varient	en	fonction	des	agents	considérés	:	par	la	piqûre	(R.	felis)	(Wedincamp	and	Foil,	2002),	 par	 l’inoculation	 de	matières	 fécales	 contaminées	 (B.	 henselae)	 (Chomel	 et	 al.,	1996)	et	par	ingestion	de	la	puce	entière	(D.	caninum)	(Guzman,	1984).		Des	 analyses	 par	 biologie	 moléculaire	 (PCR)	 de	 différents	 organes	 de	 puces	 C.	 felis	infectées	 par	R.	 felis,	 ont	 permis	 de	montrer	 que	 les	 bactéries	 étaient	 capables	 de	 se	disséminer	dans	divers	organes,	dont	les	ovaires,	et	que	les	bactéries	étaient	transmises	à	la	descendance	par	voie	transovarienne	sur	au	moins	12	générations	(Foil	et	al.,	1998).		Pour	 B.	 henselae,	 l’existence	 d’une	 transmission	 verticale	 est	 moins	 certaine,	 et	 les	données	de	la	littérature	sont	contradictoires.	En	effet,	des	auteurs	ont	détecté	de	l’ADN	de	Bartonella	spp.	dans	les	tissus	reproducteurs	de	plusieurs	espèces	de	puces,	ce	qui	a	conduit	 ces	 derniers	 à	 suggérer	 une	 transmission	 des	 bactéries	 à	 la	 descendance	(Brinkerhoff	 et	al.,	2010;	Kabeya	et	al.,	2011).	Cependant,	Bouhsira	et	al.	 (2013)	n’ont	pas	 détecté	 l’ADN	 de	 différentes	 espèces	 de	 bartonelles	 (B.	henselae,	B.	 clarridgiae,	B.	
quintana,	B.	 tribocorum,	B.	 birtlesii)	 dans	 les	œufs	 et	 les	 larves	 issus	 de	 puces	 C.	 felis	infectées	 successivement	 par	 ces	 mêmes	 bactéries,	 suggérant	 l’absence	 d’une	transmission	 verticale	 de	 ces	 bactéries	 chez	 C.	 felis.	 De	 même,	 les	 modalités	 de	transmission	de	B.	henselae	par	la	puce	du	chat	méritent	d’être	affinées	:	la	transmission	est	assurée	par	l’inoculation	de	matières	fécales	de	puces	contaminées,	mais	des	auteurs	ont	montré	la	possibilité	d’une	transmission	via	la	piqûre,	en	utilisant	des	systèmes	de	nourrisseurs	 artificiels,	 sous-entendant	 une	 diffusion	 des	 bactéries	 aux	 glandes	salivaires	(Bouhsira	et	al.,	2013).	Il	semblerait	ainsi	intéressant	de	mettre	au	point	des	méthodes	 permettant	 d’étudier	 la	 répartition	 de	 B.	 henselae	 chez	 la	 puce.	 À	 ce	 jour,	
B.	henselae	a	été	uniquement	identifiée	par	IFI	dans	le	tube	digestif	de	C.	felis	(Higgins	et	al.,	 1998).	 Une	 des	 méthodes	 de	 choix	 permettant	 d’étudier	 la	 répartition	 tissulaire	d’une	bactérie	dans	son	vecteur	est	 l’histologie	 requérant	des	coupes	histologiques	de	puces	et	l’immunomarquage	tissulaire	d’antigènes	bactériens	(Thepparit,	2013).		Avant	cela,	il	est	nécessaire	d’avoir	une	bonne	connaissance	de	l’histologie	des	puces,	et	de	C.	
felis	en	particulier.		
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	Ainsi,	nous	proposons	dans	le	présent	travail	de	préciser	les	connaissances	actuelles	sur	l’histologie	de	C.	felis	en	utilisant	deux	techniques	:	 l’histologie	et	pour	la	première	fois	chez	la	puce,	la	transparisation,	dont	les	principes	sont	exposés	ci-après,	afin	de	réaliser	un	atlas	histologique	et	anatomique	de	cette	espèce	de	puce.		Ces	 données,	 nous	 l’espérons,	 pourront	 être	 utilisées	 dans	 un	 travail	 ultérieur	 qui	consistera	à	mettre	en	évidence	les	bactéries	du	genre	Bartonella	spp.	dans	l’organisme	de	la	puce	infectée.	Ainsi	 l’organisation	de	 notre	 travail	 suit	 un	 plan	 original,	 dans	 la	 partie	 suivante	 sont	présentées	 les	 différentes	 méthodes	 mises	 au	 point	 et	 utilisées	 pour	 obtenir	 des	photographies	 originales	 de	 puces	 entières,	 de	 leurs	 organes	 et	 de	 leurs	 tissus,	 et	viennent	compléter	les	descriptions	disponibles	dans	la	littérature,	dans	la	partie	IV.		Toutes	les	illustrations,	le	tableau	et	les	figures	12,	13,	15,	19,	23,	27,	29,	33,	34	présents	dans	ce	manuscrit	sont	tirés	de	nos	manipulations.																				
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	II. Matériel	et	méthode		Origine	des	puces	d’élevage	Les	puces	utilisées	dans	ce	travail	proviennent	de	 l’élevage	de	 l’insectarium	du	service	de	 Parasitologie	 de	 l’ENVT,	 qui	 entretient	 depuis	 1990	 un	 élevage	 de	 puces	
Ctenocephalides	felis.	Les	puces	adultes	sont	maintenues	sur	des	chats	de	laboratoire	en	conformité	avec	la	réglementation	sur	le	bien-être	animal.	Le	cycle	de	l’œuf	à	l’adulte	se	déroule	 en	 21	 jours	 environ	 aux	 conditions	 de	 températures	 et	 d’humidité	 de	l’insectarium,	soit	respectivement	21	±1	°C	et	70	±	5	%.			Gorgement	artificiel	des	puces	Pour	 faciliter	 la	 lecture	 des	 coupes	 histologiques,	 notamment	 pour	 l’observation	 du	canal	alimentaire,	 il	a	été	nécessaire	d’utiliser	des	puces	gorgées	de	sang.	Pour	cela	un	système	de	nourrisseur	artificiel	à	membrane	a	été	utilisé	 (Voir	Figure	3).	Ce	système	consiste	à	mettre	une	quantité	connue	de	puces	C.	felis	(environ	300)	dans	une	cage	dont	la	partie	supérieure	est	au	contact	d’une	membrane	en	parafilm.	La	partie	inférieure	de	la	cage	est	un	tamis	dont	 le	maillage	ne	 laisse	passer	que	 les	œufs	et	 les	déjections	de	puces.	Du	sang	de	chien	(5	ml)	est	déposé	dans	 le	nourrisseur	dont	 la	base	est	 fermée	par	 une	 membrane	 en	 parafilm	 (Parafilm	 M®,	 Sigma-Aldrifch).	 De	 l’eau	 maintenue	 à	38°C	 circule	 en	 continu	 dans	 la	 chambre	 extérieure	 du	 nourrisseur	 et	 permet	 de	maintenir	 le	 sang	 à	 une	 température	 constante,	 proche	 de	 le	 température	 corporelle	d’un	hôte.	Des	puces	bien	gorgées	sont	obtenues	en	24-48h.		
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Figure	1	:	Système	de	gorgement	des	puces	sur	nourrisseur	à	membrane.	(d'après	Bouhsira	2014)	
	Les	puces	sont	mises	dans	le	compartiment	A.	Les	œufs	sont	récupérés	dans	le	compartiment	B.		Préparation	histologique	des	puces	Un	des	problèmes	majeurs	lors	de	la	réalisation	de	coupes	histologiques	de	puces	est	la	chitine.	En	effet,	des	travaux	préliminaires	réalisés	par	Bouhsira	et	al.	(2014)	ont	montré	qu’après	préparation	avec	un	protocole	histologique	classique	(cycle	d’imprégnation	en	paraffine	dans	les	fixateurs	suivants	:	formol,	éthanol	à	80°,	éthanol	95°,	éthanol	absolu,	toluène,	paraffine,	puis	enrobage	en	paraffine	et	enfin	coupes	au	microtome),	les	coupes	tissulaires	obtenues	étaient	inadaptées	à	toute	exploitation	histologique,	en	raison	de	la	dureté	 et	 de	 la	 friabilité	 de	 l’exosquelette	 des	 puces.	 Les	 coupes	 obtenues	 étaient	déchiquetées	et	ne	permettaient	pas	d’identifier	les	organes.	Ainsi	le	protocole	a	été	un	peu	 modifié,	 et	 les	 bains	 de	 toluène	 ont	 été	 remplacés	 par	 deux	 bains	 de	 butanol	(Butanol	1,	Carlo-Erba-SDS)	d’une	durée	respective	de	2	h	30	et	3	h.	La	clarification	et	le	ramollissement	 de	 la	 chitine	 se	 sont	 avérés	 suffisants	 pour	 l’obtention	 de	 coupes	histologiques	 exploitables	 pour	 les	 étapes	 suivantes	 de	 coloration	 et	
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	d’immunomarquage.	 Nous	 avons	 donc	 repris	 ce	 protocole	 dans	 le	 présent	 travail,	 sa	description	se	trouve	ci-après.		Des	puces	adultes	ont	été	fixées	dans	du	formol	à	10%	tamponné	(Labonord)	pendant	une	 semaine,	 puis	 ont	 été	mises	dans	des	 cassettes	d’inclusion	 (Macrostar,	VWR).	 Ces	cassettes	 contenant	 les	prélèvements	ont	été	 introduites	dans	 l’automate	Micron	HPM	110	pendant	15	h.	La	méthode	de	fixation	comprend	différents	bains	successifs	(Barrós-Pita,	1971)	:				 1	h	dans	le	formol		 30	min	dans	l’eau		 30	min	dans	l’éthanol	à	80°	30	min	dans	l’éthanol	à	95°		 1	h	dans	l’éthanol	à	95°		 1	h	dans	l’éthanol	à	95°		 30	min	dans	l’éthanol	absolu		 1	h	dans	l’éthanol	absolu		 2	h	30	dans	le	butanol		 3	h	dans	le	butanol		 1	h	30	dans	la	paraffine		 2	h	dans	la	paraffine.		Puis,	 les	 cassettes	 passent	 à	 la	 station	 d’enrobage	 Leica	 E6	 1160.	 L’enrobage	 se	 fait	manuellement	avec	de	la	paraffine	liquide	à	62°C	versée	sur	les	puces,	dans	des	moules	en	 étain.	 Ces	moules	 sont	 ensuite	 placés	 sur	 une	 plaque	 froide	 à	 -3°C	 qui	 permet	 de	solidifier	et	de	former	des	blocs	de	paraffine	contenant	les	puces	adultes.	Ces	blocs	sont	ensuite	 coupés	 au	microtome	 HM	 325	Microm,	 ce	 qui	 permet	 de	 réaliser	 des	 coupes	d’une	 épaisseur	de	3	 à	 4	μm.	 Les	 coupes	 sont	 immédiatement	déposées	 sur	une	 lame	électrostatique.		Préparation	des	lames	à	l’hémalun-éosine	Nous	avons	effectué	une	coloration	à	l’hémalun	éosine	selon	le	protocole	suivant	:	Déparaffinage		 5	min	dans	le	toluène	
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	Réhydratation		 5	min	dans	l’éthanol	absolu		 5	min	dans	l’éthanol	à	95°		 5	min	sous	l’eau	Coloration	et	montage		 1	min	30	s	dans	l’hémalun		 Rinçage	à	l’eau		 Ajouter	trois	gouttes	d’ammoniaque		 Rinçage	à	l’eau		 3	s	dans	l’éosine		 Rinçage	à	l’eau		 Rinçage	éthanol	95°		 Rinçage	éthanol	absolu		 Rinçage	au	toluène		S’ensuit	le	montage	des	lamelles	avec	du	baume	de	montage.	Les	colorants	utilisés	sont	de	l’hémalun	de	MAYER	réactif	de	RAL	et	de	l’éosine	à	2%.																	
21
		Protocole	de	transparisation		L’épaisseur	des	tissus,	la	diffusion	et	l’absorption	de	la	lumière	ont	toujours	été	un	frein	à	 l’observation	des	 tissus	et	donc	à	 la	compréhension	de	 la	biologie	animale.	Ainsi,	 les	organes	épais	et	denses	ont	 toujours	été	analysés	par	coupes	histologiques	 fines.	Mais	depuis	 quelques	 années,	 de	 nouvelles	méthodes	 permettent	 la	 visualisation	 d’organes	entiers	en	 trois	dimensions.	En	effet,	 certaines	de	ces	méthodes	permettent	de	 rendre	les	échantillons	transparents	:	c’est	le	procédé	de	transparisation.			La	transparisation	a	pour	objectif	de	supprimer	ou	réduire	l’opacité	cellulaire	en	:	
• Délipidant	les	membranes	cellulaires	;	
• Décolorant	les	pigments	;	
• Homogénéisant	 les	 indices	 de	 réfraction	 afin	 d’éviter	 la	 dispersion	 du	 signal	lumineux.	Lorsque	 l’échantillon	 est	 transparent,	 il	 peut	 ensuite	 être	 analysé	 par	 microscopie	confocale	ou	biphotonique.	Cette	transparisation	est	effectuée	grâce	à	des	solvants.	Dans	le	cadre	de	cette	thèse,	nous	avons	utilisé	le	protocole	BABB	:	Benzyle	alcohol/Benzyle	benzoate	 et	 ce,	 dans	 le	 but	 de	 rendre	 nos	 échantillons	 transparents.	 Ici,	 toutes	 les	manipulations	pour	 la	 transparisation	ont	été	 réalisées	grâce	à	une	collaboration	avec	l’unité	de	recherche	STROMALab	avec	l’accord	de	Monsieur	le	Professeur	Louis	Casteilla,	de	 l’Université	 Paul	 Sabatier	 de	Toulouse.	 Il	 s’agit	 d’un	 laboratoire	 français	 dédié	 à	 la	médecine	 régénérative	 et	 aux	 cellules	 souches,	 notamment	 les	 cellules	 souches	mésenchymateuses	 de	 la	moelle	 osseuse	 et	 des	 tissus	 adipeux.	 L’équipe	 dispose	 d’un	microscope	 confocal	 et	 biphotonique	 au	 sein	 de	 sa	 plateforme	 d’imagerie,	 sous	 la	responsabilité	 du	 Docteur	 Corinne	 Barreau	 qui	 nous	 a	 aidé	 à	 aider	 à	 adapter	 cette	technique	sur	les	puces	et	qui	nous	a	encadré	pour	tous	les	travaux	réalisés	au	sein	de	l’unité	 STROMALab.	 Les	 puces	 transparisées	 ont	 donc	 été	 analysées	 par	 microscopie	confocale	et	biphotonique.	Le	protocole	que	nous	avons	suivi	a	été	établi	à	partir	de	différents	protocoles	existants	réalisés	sur	des	insectes	(Becker	et	al.	2013	;	Dodt	et	al.	2007	;	Zucker	2006	;	Smolla	et	al.	2014),	puis	aménagé	et	adapté	à	la	cuticule	de	puce.	
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		Comme	pour	la	préparation	histologique,	nous	avons	utilisés	des	puces	C.	felis	d’élevage	gorgées.		Ces	puces	ont	été	fixées	dans	du	formaldéhyde	4%	pendant	24	h,	puis	rincées	et	conservées	dans	du	PBS	(Phosphate-buffered	saline).		Trois	lots	d’échantillons	ont	été	formés,	chacun	contenant	trois	à	six	puces.	Un	lot	a	été	mis	dans	des	blocs	d’agarose	1%,	un	autre	dans	du	peroxyde	d’hydrogène	30%,	puis	le	troisième	 sans	 peroxyde,	 ni	 agarose.	 Les	 blocs	 d’agarose	 offrent	 l’intérêt	 de	 mieux	récupérer	les	puces	si	ces	dernières	deviennent	totalement	transparentes.	Le	peroxyde	d’hydrogène	 permet	 la	 décoloration	 de	 la	 cuticule.	 Afin	 de	 déterminer	 le	 temps	 de	décoloration	 nécessaire,	 des	 puces	 ont	 été	mises	 3	 jours	 dans	 une	 solution	 de	H2O2	à	30%.	La	durée	de	 la	décoloration	au	peroxyde	d’hydrogène	optimale	a	été	déterminée	par	observation	macroscopiquement	des	puces	et	appréciation	de	leur	blanchissement.		S’en	est	suivie	une	déshydratation	dans	des	bains	d’éthanol	:		
• 3	h	dans	de	l’éthanol	30%	
• 3	h	dans	de	l’éthanol	30%	
• 3	h	dans	de	l’éthanol	50%	
• 3	h	dans	de	l’éthanol	50%	
• 3	h	dans	de	l’éthanol	75%	
• 3	h	dans	de	l’éthanol	75%	
• 3	h	dans	de	l’éthanol	100%	
• 20	h	dans	de	l’éthanol	100%.		Les	 bains	 d’éthanol	 permettent	 la	 déshydratation	 et	 une	 légère	délipidation		(Richardson	and	Lichtman,	2015).		Après	déshydratation,	les	échantillons	ont	été	transparisés	par	des	solutions	de	solvants	organiques	:	 le	 BABB	 contenant	 un	 volume	d’alcool	 benzylique	 pour	 deux	 volumes	 de	benzoate	de	benzyle	pendant	7	jours.			
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	Les	échantillons	transparisés	ont	ensuite	été	imagés	avec	un	microscope	confocal	droit	de	 chez	 ZEISS	 (LSM880),	 équipé	 avec	 un	 laser	 biphotonique	 Ti/Sa	 pulsé	 Chaméléon.	L’autofluorescence	de	l’échantillon	émet	dans	le	vert	suite	à	une	excitation	par	le	 laser	Argon	à	488	nm.	Le	 laser	biphotonique	réglé	à	800	nm	nous	a	servi	pour	récupérer	 le	signal	de	seconde	harmonique	(SHG)	de	nos	échantillons	qui	révèle	les	muscles	striés	et	le	collagène.	Les	 images	ont	ensuite	été	analysées	avec	 le	 logiciel	 IMARIS®.	Ce	 logiciel	nous	 a	 permis	 de	 réaliser	 une	 reconstruction	 en	 trois	 dimensions	 de	 l’anatomie	 de	 la	puce,	ainsi	que	des	clichés	en	coupe	sagittale	des	différents	organes	de	cette	dernière.		Seul	 le	 lot	 d’échantillons	 décoloré	 au	 peroxyde	 d’hydrogène	 30%	 nous	 a	 permis	d’obtenir	 des	 puces	 suffisamment	 transparisées.	 Toutes	 les	 images	 inclues	 dans	 cette	thèse	sont	issues	de	ce	lot.	
	Les	 préparations	 histologiques	 des	 puces	 et	 de	 transparisation	 nous	 ont	 permis	d’obtenir	 des	 images	 originales	 des	 puces	 complètes	 ou	 de	 leurs	 organes	 et	 sont	détaillées	 par	 la	 suite.	 Nos	 images	 originales	 viennent	 compléter	 les	 informations	disponibles	dans	la	bibliographie.			Certaines	 illustrations	apparaissent	à	 l’envers	dans	 le	manuscrit	parce	qu’elles	ont	été	imagées	à	 l’envers	par	 le	microscope	confocal.	Par	manque	de	temps,	nous	n’avons	pu	réitérer	les	acquisitions	des	images	des	puces	à	l’endroit	par	le	microscope.													
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	III. Caractères	généraux	des	puces		Description	selon	:	(Delvare,	Aberlenc	1989;	Beaucournu,	Launay	1990).		Les	puces	de	l’espèce	Ctenocephalides	felis	sont	cosmopolites.	Originaires	d’Afrique,	elles	sont	 plus	 adaptées	 aux	 climats	 chauds.	 Les	 infestations	 par	 les	 puces	 sont	 donc	 plus	fréquentes	 l’été	 sur	 les	 animaux	vivants	 à	 l’extérieur.	On	 les	 retrouve	 sur	 les	 animaux	présents	en	zones	urbaines	et	rurales.		Classe	:	Insecta			Les	puces	sont	des	arthropodes	antennifères	et	mandibulates	à	symétrie	bilatérale,	et	à	respiration	 trachéenne,	 dont	un	 reliquat	de	métamérie	 est	 observable	notamment	 sur	l’abdomen.		Comme	pour	tous	les	insectes,	le	corps	est	divisé	en	trois	parties	distinctes	:	tête,	thorax	et	abdomen.		La	tête	porte	les	antennes,	les	yeux	et	les	pièces	buccales.	On	décompose	la	tête	en	trois	zones	:	 le	front,	 le	gena	et	l’occiput	(voir	Illustration	1).	Chez	la	puce,	 l’occiput	du	mâle	peut	être	creusé	pour	faciliter	l’accouplement	:	la	femelle	se	positionne	sur	le	mâle.	
		
1 
2 3 4 
5 
6 
7 
8 9 Illustration	1	:	Tête	de	C.	felis	en	autofluorescence	
 Légende	:	1	:		Géna	;	2		Front	;	3	;	Occiput	;	4	:	Œil	;	5	:	Antennifer	;	6	:	Antenne	;	7	:	lobe	génal	;	8	:	Pièces	buccales	;	9	:	Palpe	Maxillaire	;	10	:	Cténidie	génale	;	11	:	Cténidie	prothoracique 
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11
26
		
Figure	2	:	Morphologie	externe	de	Ctenocephalides	felis	(Brinck-Lindroth	and	Smit,	2007)		
Légendes	:	a	:	abdomen	;	ant	:	antenne	;	a.s	:	stylet	anal	;	c	:	coxa	;	dis	:	tarse	distal	;	e	:	œil	;	f	:	fémur	;	h	:	tête	;		
msn	:	mésonotum	;	mtn	:	métanotum	;	prn	:	pronotum	;	s	:	sensilium	;	sp	:	spermathèque	;	st	:	sternite	;	t	:	tergite	;	
ta	:	tarse	;	th	:	thorax	;	ti	:	tibia	;	tr	:	trochanter	;	u	:	griffes	
	
Illustration	2	:	Corps	entier	de	C.	felis	en	autofluorescence 
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	Chaque	 segment	 du	 thorax	 et	 de	 l’abdomen	 est	 composé	 de	 plusieurs	 plaques	cuticulaires	 ou	 sclérites	 et	 de	 leurs	 jonctions,	 formant	 l’exosquelette	 ou	 squelette	externe.	Ventralement,	la	plaque	cuticulaire	est	appelée	sternite.	Dorsalement,	la	plaque	est	appelée	tergite.	Entre	les	deux,	on	retrouve	les	pleurites.	Ces	surfaces	intermédiaires	permettent	 l’insertion	 des	 pattes.	 Chez	 les	 insectes,	 les	 termes	 sternum,	 pleuron	 (ou	epimeron)	et	notum	sont	aussi	employés	pour	parler	respectivement	des	sternites,	des	pleurites	et	des	tergites.			Les	 pleurites	 thoraciques	 sont	 constitués	 de	 deux	 plaques	 fusionnées	:	 l’épisterne	crânialement	 et	 l’épimère	 caudalement.	 De	 même,	 les	 tergites	 thoraciques	 sont	composés	 de	 pronotum,	 mesonotum	 et	 metanotum	 dont	 chaque	 plaque	 se	 divise	 en	
prescutum,	scutum	et	scutellum	(voir	Illustration	2).		Trois	paires	de	pattes	sont	soutenues	par	le	thorax,	respectivement	d’avant	en	arrière,	le	prothorax	soutenant	la	1ère	paire,	 le	mésothorax	soutenant	la	2è	paire	et	 le	métathorax	soutenant	la	3è	paire.	Chaque	patte	se	compose	d’une	hanche	ou	coxa,	 insérée	sur	le	thorax,	d’un	trochanter,	d’un	 fémur,	 d’un	 tibia	 et	 d’un	 tarse.	 Ce	 dernier	 est	 terminé	 par	 des	 griffes	 (voir	Illustrations	2	et	3,	Figure	2,	Tableau	1).			L’abdomen	 des	 puces	 se	 fragmente	 en	 dix	 segments.	 Toutefois,	 on	 arrive	 à	 discerner	seulement	huit	pour	les	tergites	(du	tergite	I	au	tergite	VIII)	et	six	pour	les	sternites	(du	sternite	 II	 au	 sternite	 VII).	 Les	 tergites	 et	 les	 sternites	 sont	 reliés	 par	 une	membrane	articulaire.	Cela	permet	 l’extension	de	 l’abdomen	 lors	du	 repas	 sanguin,	 indispensable	pour	 la	 reproduction	 des	 puces.	 Le	 sternite	 VIII	 du	 mâle	 est	 modifié	 pour	 la	reproduction.	Le	sternite	VII	de	la	femelle	permet	l’identification	de	l’espèce.	Le	tergite	X	est	 modifié	:	 il	 s’agit	 du	 sensilium	 ou	 pygidium,	 un	 organe	 sensoriel.	 Les	 tergites	abdominaux	 sont	dotés	d’expansions	 cuticulaires	 fortes,	 appelées	 les	 spinules.	Chaque	sclérite	(tergite	ou	sternite)	est	innervé	par	un	nerf	dérivant	d’un	ganglion	de	la	chaîne	nerveuse	ventrale,	décrite	ci-après.				
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		Ordre	:	Siphonaptère		Les	puces	sont	des	insectes	holométaboles	aptères	de	petite	taille	(entre	1	mm	et	8	mm).	Leur	corps	est	aplati	latéro-latéralement.	Leur	appareil	buccal	est	de	type	piqueur.	Leur	3è	paire	de	pattes	est	adaptée	au	saut.		Super-famille	:	Pulicoidea		Ces	 puces	 n’ont	 qu’un	 seul	 épaississement	 sur	 le	 coxa	 II.	 On	 relève	 une	 absence	 de	
pseudosetae	sous	le	collier	du	mesonotum.	Le	metanotum	et	les	tergites	abdominaux	sont	sans	 épine	 ou	 spicule	 marginale.	 Leurs	 stigmates	 sont	 circulaires.	 Les	 tergites	abdominaux	II	à	VII	ont	au	plus	une	rangée	de	soies.	Le	Sensilium	a	généralement	8	à	14	trichobothries	de	chaque	côté	et	le	tibia	III	n’a	pas	de	saillie	apicale.		Famille	:	Pulicidae		Ces	 insectes	 ont	 de	 courtes	 soies	 épineuses	 sur	 la	 face	 interne	 des	 coxas	 III,	 et	 le	
sensilium	contient	en	général	14	trichobothries	de	chaque	côté.	
Illustration	3	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx40 
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	Sous-famille	:	Archaepsyllinae		La	massue	antennaire	(dernier	article	de	l’antenne)	est	asymétrique	:	les	segments	de	la	base	 sont	 en	 partie	 soudés.	 Elles	 ont	 un	 épaississement	 pleural	 du	 mésothorax.	 La	suture	inter-antennaire	est	bien	sclérifiée.	On	a	des	vestiges	de	cténidies	prothoraciques	et/ou	génales.		Genre	:	Ctenocephalides	(Stiles	et	Collins,	1930)		Les	puces	appartenant	à	ce	genre	ont	souvent	une	cténidie	génale	contenant	6	à	8	épines	bien	 développées.	 La	 cténidie	 prothoracique	 se	 compose	 généralement	 de	 plus	 de	 12	épines.	La	cténidie	génale	et	prothoracique	sont	perpendiculaires	l’une	à	l’autre.		Espèce	:	Ctenocephalides	felis	(Bouché,	1835)		L’espèce	Ctenocephalides	felis	a	une	capsule	céphalique	allongée.	Le	 front	des	puces	de	cette	espèce	est	long	et	oblique.	Les	deux	premières	épines	de	la	cténidie	génale	sont	de	longueur	équivalente.	Le	metepisternum	présente	deux	soies.	De	plus,	la	face	externe	des	tibias	est	composée	de	cinq	à	six	encoches.	Les	femelles	font	entre	2,5	mm	à	3,2	mm	de	long,	et	les	mâles	font	entre	1,5	mm	et	2,3	mm	de	long	(voir	Tableau	1,	Figure	3)		La	grande	ressemblance	entre	C.	felis	et	C.	canis,	notamment	pour	les	mâles	C.	felis	dont	le	 front	 plus	 arrondi	 conduit	 parfois	 à	 des	 confusions	 avec	 C.	 canis,	 peut	 parfois	nécessiter	 l’utilisation	 	de	 techniques	de	biologie	moléculaire	 (séquençage	des	 régions	ITS1	et	ITS2),	en	plus	de	la	diagnose,	pour	différencier	ces	deux	espèces.			Après	avoir	présenté	les	caractéristiques	morphologiques	générales	de	la	puce	du	chat	
Ctenocephalides	felis,	nous	allons	à	présent	décrire	 les	protocoles	que	nous	avons	suivi	pour	 réaliser	 les	 coupes	 histologiques,	 puis	 nous	 décrirons	 le	 protocole	 suivi	 pour	transpariser	 les	 puces	 dans	 «	Matériel	 et	 méthode	».	 Enfin,	 nous	 décrirons	 et	 nous	illustrerons	chaque	organe	de	la	puce.		
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Tableau	1	:	Critères	de	reconnaissance	de	Ctenocephalides	felis	
Front	 long	et	oblique	/	deux	premières	 épines	 de	 la	cténidie	 génale	 de	 longueur	équivalente	
	
Metepisternum	 composé	 de	deux	soies	
	
Face	 externe	 des	 tibias	creusée	de	5	à	6	encoches	
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	IV. Systèmes	1. Tégument	i. Généralités.	Le	tégument,	ou	cuticule,	est	une	enveloppe	externe	rigide	commune	aux	insectes.	Il	est	sécrété	 par	 l’épiderme.	 Ce	 tégument	 se	 compose	 de	 trois	 couches	:	 l’épicuticule,	l’exocuticule	et	l’endocuticule	(Wigglesworth,	1948,	1970;	Lockey,	1988;	Dajoz,	2010).		
	
Figure	3	:	(a)	Structure	du	tégument	(b)	Zoom	sur	l'épicuticule	et	l'exocuticule	(Chapman	and	Douglas,	2013).	
Légendes	:	 (a)	 basal	 lamina	:	 membrane	 basale	;	 epidermis	:	 cellules	 épidermique	 (b)	 wax	:	 cire	;	 outer	
epicuticule	:	épicuticule	externe	;	inner	épicuticule	:	épicuticule	interne	(a)	et	(b)	:	pore	canal	:	canalicules			L’épicuticule	est	 la	couche	 la	moins	épaisse	et	ne	contient	pas	de	chitine.	L’épicuticule	est	elle-même	divisée	en	sous-couches	qu’on	ne	peut	différencier	histologiquement	:		
• le	 cément	 protecteur,	 qui	 est	 la	 couche	 la	 plus	 externe	:	 riche	 en	 lipides	 et	 en	protéines	sécrétées	par	les	glandes	épidermiques	;	
• la	 cire	:	 couche	 monomoléculaire	 d’esther	 hydrophobe	 produite	 par	 les	œnocytes	;	
• l’épicuticule	externe	:	couche	dense	composée	de	cuticuline	;	
• l’épicuticule	interne	:	couche	composée	de	lipides	polymérisés	qui	se	sclérose	au	cours	du	temps.	La	 fonction	principale	de	 l’épicuticule	est	d’empêcher	 l’évaporation	de	 l’eau	et	donc	 la	déshydratation	de	l’insecte.	
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		S’ensuit	 la	procuticule,	qui	 comprend	 l’exocuticule	et	 l’endocuticule.	La	procuticule	est	composée	 de	 chitine	 et	 de	 protéines	 tannées	 ou	 non.	 Des	 canalicules	 formés	 par	 les	cellules	épidermiques	parcourent	la	procuticule.	L’exocuticule	 est	 constituée	 de	 protéines	 tannées,	 la	 sclérotine,	 grâce	 à	 laquelle	 cette	couche	 présente	 une	 certaine	 dureté.	 En	 parallèle,	 l’endocticule	 est	 constituée	 de	protéines	non	tannées	(Voir	Figure	3)		L’épiderme	est	un	épithélium	pavimenteux	simple	qui	permet	la	formation	du	tégument.	Il	 se	 compose	 de	 cellules	 hypodermiques,	 de	 cellules	 glandulaires	 et	 d’œnocytes.	 Cet	épiderme	est	délimité	par	une	fine	membrane	basale	peu	identifiable	(Voir	Illustrations	4	à	7).		Certaines	 zones	 du	 tégument	 sont	 non	 sclérifiées.	 Ces	 zones	 sont	 présentes	 près	 des	trachéoles	 et	 entre	 les	 sclérites	:	 il	 s’agit	 de	 la	 membrane	 articulaire.	 Elle	 permet	essentiellement	aux	insectes	d’accomplir	des	mouvements	respiratoires	et	de	sauter.		Pour	 la	puce	 femelle,	 cette	membrane	donne	de	 l’élasticité	 à	 l’abdomen.	Ainsi,	 lors	du	repas	 de	 sang	 et	 de	 la	 maturation	 des	 œufs,	 une	 distension	 abdominale	 est	 possible	grâce	à	cette	membrane	articulaire	(Voir	Figure	4,	Illustrations	8	à	11).		
	
Figure	4	:	Membrane	articulaire	(Chapman	and	Douglas,	2013).							
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Illustration	4	:	Coupe	Histologique	de	Cuticule	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	tannée	;	2	:	Cuticule	non	tannée	;	3	:	Cellules	hypodermiques	
1	
2	3	
Illustration	5	:	Coupe	Histologique	de	Cuticule	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	;	2	:	Cellules	hypodermiques	;	3	:	Fibres	musculaires	
1	
2	
3	
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Illustration	6	:	Coupe	Histologique	de	cuticule	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	;	2	:	Cellule	hypodermique	;	3	:	Cellules	glandulaires	;	4	:	Myocytes	;	5	:	Trophocyte	
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Illustration	7	:	Coupe	Histologique	de	cuticule	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	;	2	:	Cellule	hypodermique	;	3	:	Oenocye	;	4	:	Néphrocyte	;	5	:	Trophocyte	
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4	
5	
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Illustration	8	:	Coupe	Histologique	de	membrane	ar9culaire	de	C.felis	HEx400		
Légende	:	1	:	Cu9cule	;	2	:	Membrane	ar9culaire	;	3	:	Fibre	musculaire	;	4	:	Intes9n	moyen	;	5	:	Trachée	
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Illustration	9	:	Coupe	Histologique	de	membrane	ar9culaire	de	C.	felis	HEx1000	
	
Légende	:	1	:	Cu9cule	tannée	;	2	:	Cu9cule	non	tannée	;	3	:	Membrane	ar9culaire	externe	;	4	:	Membrane	ar9culaire	
interne	;	5	:	Cellules	hypodermiques	
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4	
5	
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Illustration	10	:	Coupe	histologique	de	membrane	articulaire	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	tannée	;	2	:	Cuticule	non	tannée	;	3	:	Membrane	articulaire	externe	;	4	:	Membrane	articulaire	interne	;	5	:	cellule	hypodermique	
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Illustration	11	:	Coupe	histologique	de	membrane	articulaire	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	;	2	:	Membrane	articulaire	externe	;	3	:	Membrane	articulaire	interne	;	4	:	cellule	hypodermique	;	5	:	Fibres	musculaire	
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	ii. Setae	et	épines		Les	 setae,	 communément	 appelés	 «	soies	»,	 sont	 des	 mécanorecepteurs	 et	 des	chémorécepteurs.	 Elles	 sont	 produites	 par	 les	 cellules	 trichogènes,	 et	 sont	 liées	 à	 la	membrane	basale	de	l’épiderme	grâce	aux	cellules	tormogènes.	Les	soies	font	protrusion	dans	la	cuticule	par	une	alvéole	et	sont	recouvertes	d’exocuticule.	Les	setae	qui	recouvrent	le	corps	des	puces	leur	permettent	d’adhérer	au	pelage	de	leur	hôte	et	les	rendent	plus	difficilement	délogeables.		Ces	soies	que	l’on	appelle	aussi	«	Sensilles	»,	sont		reliées	à	des	neurones	sensitifs	par	les	cellules	 trichogènes.	 Ces	 cellules	 se	 trouvent	 au	 sein	 de	 l’épiderme	 (Voir	 Figure	 5,	Illustrations	12	à	18).		
	
Figure	5	:	Coupe	transversale	d'une	sensille	(Chapman	and	Douglas,	2013)			Les	épines	sont	une	extension	de	 la	cuticule	et	n’ont	pas	de	rôle	sensoriel	 car	elles	ne	sont	pas	 innervées.	On	 en	 retrouve	dans	 sur	 le	 sensilium	ou	au	niveau	de	 l’anus	 (Voir	Figure	19)	(Humphries,	1967;	Imms	et	al.,	2012).					
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	Illustration	12	:	Soie	antépygidiale	de	C.	felis	en	auto6luorescence		Légende	:	1	:	Soie	antépygidiale	;	2	:	Sensilium	;	3	:	Ampoule	rectale	;	4	:	Bulbes	rectaux	
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Illustration	13	:	Soie	du	thorax	de	C.	felis	en	auto6luorescence		Légende	:	1	:	Soies	thoraciques	;	2	:	Métépisternum		
1	
2	
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Illustration	14	:	Sensilles	de	la	capsule	céphalique	de	C.	felis	en	auto6luorescence		Légende	:	1	:	Sensilles	;	2	:	Cerveau	;	3	:	Antennes	;	4	:	Cuticule	;	5	:	Nerf	
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Illustration	15	:	Coupe	Histologie	de	sensilles	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	;	2	:	Sensilles	;	3	:	Cellules	hypodermiques	;	4	:	Cerveau	
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3	 4	
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Illustration	16	:	Coupe	Histologique	d’appendice	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Sensilles	;	2	:	Cuticule	;	3	:	Membrane	articulaire	;	4	:	Cellule	trichogène	;	5	:	Cellule	tormogène	
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Illustration	17	:	Coupe	Histologique	d’appendice	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Sensille	;	2	:	Cuticule	;	3	:	Fibres	musculaires	;	4	:	Cellule	trichogène	;	5	:	Cellule	tormogène	;		6	:	Cellule	hypodermique	
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Illustration	18	:	Coupe	Histologique	de	palpe	maxillaire	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Sensille	;	2	:	Cuticule	;	3	:	Palpe	maxillaire	
1	
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Illustration	19	:	Coupe	Histologique	d’épines	rectales	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Epines	rectales;	2	:	Cuticule	;	3	:	Epithélium	rectal	;	4	:	Cuticule	non	tannée	
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Ill tr ti 	 	:	 	 i t l i 	 	 l 	 ill i 	 	 .	f lis	 		 ége e	:	 	:	Se sille	;	 	:	 tic le	;	 	:	 al e	 axillaire	
	
	
	
Ill tr ti 	 	:	 	 i t l i 	 ’ i 	 t l 	 	 .	f lis	 		 ége e	:	 	:	 i es	rectales;	 	:	 tic le	;	 	:	 it éli 	rectal	;	 	:	 tic le	 	ta ée	
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	iii. Sensilium		Le	sensilium	correspond	au	sclérite	dorsal	du	10è	et	dernier	segment	abdominal.	Il	s’agit	d’un	organe	sensoriel	 commun	aux	puces	mâles	et	 femelles.	Le	 sensilium,	 appelé	aussi	
pygidium,	se	sépare	en	deux	plaques	 liées	par	un	septum	central.	 Il	est	composé	de	14	aréoles	de	chaque	côté.	Au	centre	de	ces	aréoles,	on	retrouve	une	soie	(setæ	modifiée)	unique	 longue,	 ou	 trichobothrie,	 entourée	 d’une	 dizaine	 d’épines	 courtes.	 Ces	méchanorécepteurs	sont	reliés	par	des	nerfs	au	dernier	ganglion	de	la	chaîne	nerveuse,	le	ganglion	commun	à	la	partie	postérieure	du	tube	digestif.	Cet	organe	sert	à	détecter	les	 courants	 d’air.	 Ainsi,	 il	 permet	 à	 la	 puce	 de	 détecter	 un	 hôte	 et	 de	 sauter	 sur	 ce	dernier.	Entre	les	aréoles,	des	microtriches	sont	présentes	partout	sur	la	cuticule	(Voir	Figure	6).	La	défécation	de	la	puce	adulte	peut	être	activée	par	stimulation	du	sensilium	par	 les	 larves	 qui	 se	 nourrissent	 de	 déjections	 de	 puces	 adultes,	 constituées	d’hémoglobine	digérée	 (Voir	 Illustrations	20	 à	 24)	 	 (Molyneux,	 1967;	Greenwood	 and	Holdich,	1979).		
Figure	6	:	Schéma	de	coupe	de	sensilium	(Greenwood	and	Holdich,	1979).	
Légende	:	ax	:	axone	;	c	:	cuticule	;	cb	:	corps	ciliaire	;	cl	:	collagène	;	cs	:	coquille	cuticulaire	;	e	:	épiderme	;	ex	:	
cavité	extracellulaire	;	g	:	cellule	gliale	;	h	:	soie	centrale	;	hm	:	haemocyte	;	m	:	microvilli	;	mc	:	microtrichie	;	
ti	:	cellule	trichogène	;	to	:	cellule	tormogène	;	v	:	septa	verticaux		
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Illustration	20	:	Sensilium	de	C.	felis	en	auto3luorescence	vue	en	3D		Légende	:	1	:	Sensilium	;	2	:	Aréoles	;	3	:	Soie	antepygidiale	;	4	:	Tergite	VIII		
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Illustration	21	:	Sensilium	de	C.	felis	en	auto3luorescence	vue	en	coupe	sagitale		Légende	:	1	:	Sensilium	;	2	:	Trichobothries	;	3	:	Aréoles	;	4	:	Bulbes	rectaux	
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Illustration	22	:	Coupe	Histologique	de	sensilium	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Sensilium	;	2	:	Aréole	;	3	:	Cuticule	;	4	:	Ampoule	rectale	;	5	:	Trophocytes	;	6	:	Cellules	musculaires		
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Illustration	23	:	Coupe	Histologique	de	sensilium	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Sensilium	;	2	:	Aréole	;	3	:	Epines	cuticulaires	;	4	:	Ampoule	rectale	;	5	:	Rectum	;	6	:	Trophocytes	;	7	:	Oenocyte	
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Illustration	24	:	Coupe	Histologique	de	sensilium	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Sensilium	;	2	:	Aréole	;	3	:	Epines	cuticulaires	;	4	:	Trichobothrie	;	5	:	Cellule	tormogène	;		6	:	Cellule	trichogène	;	7	:	Nerf	
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	iv. Tissu	conjonctif		Le	tissu	conjonctif	est	la	matrice	extracellulaire	qui	entoure	toutes	les	cellules	des	puces.	Ce	 tissu	 permet	 ainsi	 le	 soutien	 de	 tous	 les	 organes	 de	 la	 puce.	 Cette	 matrice	 lache	compose	la	membrane	basale	et	se	trouve	ainsi	sous	les	épithéliums	et	autour	des	fibres	musculaires,	 du	 tissu	 adipeux	 et	 de	 l’épiderme.	 Un	 tissu	 conjonctif	 existe	 également	autour	du	tube	digestif	de	la	puce,	sur	sa	face	externe.	Cette	matrice	est	essentiellement	composée	de	fibres	de	collagène,	de	protéoglycanes,	de	glycoprotéines	et	d’élastine.	Ces	couches	sont	fines	et	ne	sont	pas	visibles	sur	les	coupes	histologiques.		On	retrouve	quelques	cellules	dans	le	tissu	conjonctif	qui	s’apparentent	aux	fibroblastes	des	vertébrés	(Ashhurst,	1982;	Akai	and	King,	2013).		 v. Résiline		La	 matrice	 extra	 cellulaire	 comprend	 aussi	 de	 la	 résiline,	 une	 molécule	 propre	 aux	invertébrés.	 Il	 s’agit	d’une	protéine	élastique	dont	 l’élasticité	 est	 supérieure	à	 celle	du	caoutchouc	et	qui	est	sécrétée	par	des	cellules	de	l’arc	pleural	lors	de	l’embryogénèse.		Chez	 la	 puce,	 elle	 s’insère	 sur	 l’arc	 pleural	 entre	 le	 mésothorax	 et	 le	 3ème	 membre	thoracique	et		se	comprime	grâce	aux	muscles	du	métathorax	lorsque	la	puce	se	prépare	au	 saut.	 L’arc	 pleural	 et	 la	 résiline	 emmagasinent	 de	 l’énergie	 à	 l’instar	 d’un	 ressort.	Cette	 énergie	 sera	 libérée	 brusquement,	 permettant	 à	 la	 puce	 d’être	 propulsée	 et	d’infester	 son	hôte,	notamment	 lors	de	 l’émergence	du	cocon.	 (Voir	 Illustrations	25	et	26)	La	résiline	permet	à	la	puce	des	sauts	d’une	hauteur	moyenne	de	13,2	cm	et	d’une	longueur	moyenne	de	19,9	cm	(Rothschild	et	al.,	1975;	Cadiergues	et	al.,	2000;	Burrows,	2009;	Sutton	and	Burrows,	2011;	Akai	and	King,	2013).							 	
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Illustration	25	:	Coupe	Histologique	d’arc	pleural	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Arc	pleural	;	2	:	Tige	de	l’arc	pleural	;	3	:	Résiline	;	4	:	Trophocyte	;	5	:	Fibres	musculaires	
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Illustration	26	:	Coupe	Histologique	sagittale	d’arc	pleural	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Arc	pleural	;	2	:	Tige	de	l’arc	pleural	;	3	:	Résiline	;	4	:	Trophocyte	;	5	:	Fibres	musculaires	
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	2. Antennes		Les	puces	 sont	munies	d’une	paire	d’antennes	de	petite	dimension	qui	 se	 trouvent	 en	arrière	 des	 yeux,	 dans	 les	 gouttières	 antennaires,	 de	 petites	 fosses	 de	 la	 capsule	céphalique	 assurant	 leur	 protection.	 Les	 antennes	 peuvent	 sortir	 des	 gouttières	antennaires	 lors	de	 l’accouplement.	Une	apophyse	génale,	ou	processus	génal,	protège	l’antenne	 dans	 sa	 fosse	 et	 évite	 qu’elle	 ne	 s’accroche	 aux	 poils	 de	 l’hôte	 sur	 lequel	 se	trouve	 la	 puce	 (Resh	 and	 Cardé,	 2009;	 Dajoz,	 2010;	 Chapman	 and	 Douglas,	 2013;	Duvallet	et	al.,	2017).		Les	 antennes	 se	 divisent	 en	 trois	 parties.	 Chaque	 antenne	 s’insère	 sur	 la	 capsule	céphalique	 au	 niveau	 d’un	 pivot	 appelé	 l’antennifer.	 S’ensuit	 une	 première	 partie	:	 le	scape	 basal	;	 puis	 une	 seconde	 partie	:	 le	 pédicelle	;	 et	 la	 dernière	:	 le	 flagellum,	 ou	massue,	composé	de	10	segments.	Le	premier	segment	est	le	pétiole,	il	relie	la	massue	au	pédicelle.	Le	 flagellum	 des	mâles	est	doté	de	microventouses	 sur	 sa	 face	 interne	 (Voir	Illustrations	37	et	38),	permettant	de	s’attacher	à	la	puce	femelle	lors	de	la	copulation.	Les	 muscles	 du	 scape	 et	 les	 muscles	 antennifères	 (qui	 s’insèrent	 sur	 le	 tentorium)	permettent	les	mouvements	des	antennes	(Voir	Figure	7	et	Illustrations	27	à	32).	
	
Figure	7	:	Antenne	de	puce	(Brinck-Lindroth	and	Smit,	2007).	
Légende	:	clv	:	massue	antennaire	;	ped	:	pédicelle	;	ptl	:	pétiole	;	sc	:	scape	basal		Les	 antennes	 ont	 des	 organes	 sensoriels	;	 elles	 sont	 dotées	 de	 nombreuses	 setae,	 de	l’organe	 de	 Johnson	 et	 de	 chémorécepteurs.	 Les	 sensilles	 des	 antennes	 détectent	 la	
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	chaleur,	 l’humidité	 et	 les	 vibrations.	 Elles	 jouent	 un	 rôle	 important	 dans	 la	 recherche	d’un	hôte.	L’organe	de	Johnston	est	un	organe	chordotonal,	c’est-à-dire	qu’il	est	sensible	aux	variations	de	pression.	Il	est	placé	dans	le	pédicelle.	Cet	organe	sensoriel	se	compose	d’un	flagelle	relié	à	de	nombreuses	scolopidies	(Voir	Figure	8	et	Illustrations	33	et	34).	C’est	cet	organe	qui	intervient	dans	la	reproduction	des	insectes.	En	effet,	il	permet	aux	mâles	 de	 détecter	 les	 hormones	 femelles.	 D’autres	 organes	 sensoriels,	 les	chémorecepteurs,	sont	présents	sur	le	flagellum	antennaire,	et	peuvent	être	pétiolés	ou	non	 (Voir	 Illustrations	 35	 et	 36)	 (Slifer,	 1980;	 Bi-song	 et	 al.,	 2008;	 Chapman	 and	Douglas,	2013).		Tous	ces	récepteurs	envoient	des	signaux	au	cerveau	grâce	au	nerf	antennaire.			
	
Figure	8	:	Organe	de	Johnson	(Chapman	and	Douglas,	2013).	
Légende	:	 scape	:	 scape	 basal	;	 pedicel	:	 pédicelle	;	 base	 of	 flagellum	:	 base	 de	 la	massue	;	 hair	:	 soie	;	 basal	
plate	:	plateau	basal	;	nerve	:	nerf	antennaire	;	scolopidia	:	scopolidies		Des	cellules	hypodermiques	produisent	la	cuticule	entourant	chaque	antenne.							
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Illustration	27	:	Capsule	Céphalique	de	C.	felis	en	auto6luorescence		Légende	:	1	:	Yeux	;	2	:	Front	;	3	:	Antenne	;	4	:	Occiput	;	5	:	Gena	;	6	:	Cténidies	génales	;	7	:	Lobe	génale	;		8	:	Pièces	buccales		
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Illustration	28	:	Antenne	de	C.	felis	en	auto6luorescence		Légende	:	1	:	Yeux	;	2	:	Antennifer	;	3	:	Scape	basal	;	4	:	Pédicelle	;	5	:	Pétiole	;	6	:	Massue	antennaire	;		7	:	Cerveau	
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Illustration	30	:	Coupe	Histologique	d’antenne	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Fosse	antennaire	;	2	:	Scape	basal	;	3	:	Pédicelle	;	4	:	Pétiole	;	5	:	Massue	antennaire	;		6	:	Ventouses	;	7	:	Yeux	;	8	:	Cerveau	
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Illustration	29	:	Coupe	Histologique	de	capsule	céphalique	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Yeux	;	2	:	Fosse	antennaire	;	3	:	Antennifer	;	4	:	Scape	basal	;	5	:	Pédicelle	;	6	:	Massue	antennaire	;	7	:	Cerveau		
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Illustration	31	:	Antenne	de	C.	felis	en	auto2luorescence		Légende	:	1	:	Yeux	;	2	:	Antennifer	;	3	:	Scape	basal	;	4	:	Pédicelle	;	5	:	Pétiole	;	6	:	Organe	de	Johnson	;		7	:	Cerveau	;	8	:	Nerf	antennaire	
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Illustration	32	:	Antenne	de	C.	felis	en	auto2luorescence		Légende	:	1	:	Yeux	;	2	:	Scape	basal	;	3	:	Pédicelle	;	4	:	Soie	Organe	de	Johnson	;	5	:	Massue	antennaire	;		6	:	Chémorecepteurs	;	7	:	Ventouses	
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	Illustration	33	:	Coupe	Histologique	d’antenne	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Scape	basal	;	2	:	Pédicelle	;	3	:	Pétiole	;	4	:	Scopolidies	;	5	:	Nerf		
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Illustration	34	:	Antenne	de	C.	felis	en	autoGluorescence		Légende	:	1	:	Yeux	;	2	:	Scape	basal	;	3	:	Pédicelle	;	4	:	Soie	de	l’Organe	de	Johnson	;	5	:	Massue	antennaire	;	6	:	Chémorécepteurs	;	7	:	Ventouses	
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Illustration	35	:	Coupe	Histologique	de	massue	antennaire	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Massue	antennaire	;	2	:	Chémorécepteurs	pétiolés	;	3	:	Chémorécepteurs	non	pétiolés	;	4	:	Fosse	antennaire	
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Illustration	36	:	Coupe	Histologique	de	massue	antennaire	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Massue	antennaire	;	2	:	Chémorécepteurs	pétiolés	;	3	:	Chémorécepteurs	non	pétiolés	;			4	:	Cellules	nerveuses	;	5	:	Nerf	
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Illustration	37	:	Antenne	de	C.	felis	en	auto2luorescence		Légende	:	1	:	Pédicelle	;	2	:	Soies	sensorielles	;	3	:	Massue	antennaire	;	4	:	Chémorécepteurs	pétiolés	;			5	:	Chémorécepteurs	non	pétiolés	;	6	:	Ventouses	
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Illustration	38	:	Coupe	Histologique	de	massue	antennaire	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Massue	antennaire	;	2	:	Ventouses	;	3	:	Fosse	antennaire	
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	3. Pièces	buccales		Les	puces	adultes	ont	un	appareil	buccal	de	type	piqueur	bien	particulier.	Le	labium	et	l’hypopharynx	sont	vestigiaux,	tandis	que	les	mandibules	sont	absentes.	Les	maxilles	se	divisent	 en	 deux	 palpes	maxillaires,	 composés	 chacun	 de	 quatre	 à	 cinq	 articles,	 et	 de	deux	lacinae.	Les	deux	lacinae	latérales	et	l’épipharynx	forment	le	stylet.	Les	lacinae	sont	fortement	 striées,	 elles	 servent	 de	 lame	 pour	 transpercer	 la	 peau.	 Elles	 sont	 percées	longitudinalement	 et	 caudalement	 par	 un	 canal	 salivaire	 (Voir	 Figures	 9	 et	 10).	L’épipharynx	 cathétérise	 les	 vaisseaux	 sanguins.	 Pour	 cela,	 il	 est	 fortement	 innervé,	notamment	par	les	axones	des	neurones	présents	dans	les	ganglions	subœsopagiens	et	les	 lobes	olfactifs	 (cerveau).	 Ils	disposent	de	pores	cuticulaires	et	d’organes	sensoriels	(sensilles)	pour	trouver	 les	vaisseaux	sanguins.	Au	centre	du	stylet,	se	trouve	un	canal	alimentaire	dans	lequel	circule	le	sang	aspiré.		La	cuticule	entourant	 les	pièces	buccales	est	sécrétée	par	des	cellules	hypodermiques	;	des	fibres	musculaires	propres	assurent	leurs	mouvements.	
	
Figure	 9	 :	 Pièces	 buccales	 de	 la	 puce	 (Snodgrass,	
2018).	
							
		
Figure	 10	 :	 Stylet	 de	 la	 puce	 (Chapman,	 Douglas	
2013).
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		Le	 labium	 s’agence	 par	 un	 premier	 article	:	 le	 prementum,	 puis	 se	 sépare	 en	 trois	 à	quatre	palpes	labiaux.	Le	labium	permet	de	guider	le	stylet	lors	des	repas	sanguins.	Autour	du	stylet	et	à	la	base	des	maxilles	se	trouvent	des	stipes	:	des	pièces	triangulaires	qui	 protègent	 les	 pièces	 buccales.	 Les	 stipes	 se	 dégagent	 vers	 l’arrière	 lors	 du	 repas	sanguin	(Voir	Figure	9,10	et	11	et	Illustrations	39	à	45).	
		
		L’aspiration	du	sang	se	fait	grâce	à	la	pompe	pharyngiale	(située	au-dessus	du	pharynx)	et	 la	 pompe	 cibariale	 (située	 en	 amont	 du	 pharynx).	 Ces	 pompes	 sont	 entourées	 de	muscles	;	c’est	grâce	à	ceux-ci	que	la	puce	aspire	du	sang	(Voir	figure	11),	Illustrations	46	et	47).	Le	canal	alimentaire	débouche	sur	le	pharynx,	puis	sur	l’œsophage	(Chapman	and	Douglas,	2013;	Duvallet	et	al.,	2017).			
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Figure	11	:	Schéma	de	tête	de	C.	felis	(Schéma	original)	
Légende		:		1	:	Œsophage	;	2	:	Pharynx	;	3	:	Pompe	pharyngiale	;	4	:	Muscle	de	la	pompe	pharyngiale	;	5	:	Muscle	de	
la	pompe	cibariale	;	6	:	Pome	cibariale	;	7	:	Palpe	maxiallaire	;	8	:	Stylet	;	9	:	Palpe	labiale	;	10	:	Prementum	
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Illustration	39	:	Pièces	buccales	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Capsule	céphalique	;	2	:	Stylet	;	3	:	Canal	alimentaire	;	4	:	Maxille	;	5	:	Palpe	maxillaire	;	6	:	Palpe	labiale	;	7	:	Cerveau	;	8	:	Ganglion	prothoracique	
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Illustration	40	:	Coupe	Histologique	de	pièces	buccales	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Palpe	maxillaire	;	2	:	Maxille	;	3	:	Cuticule	;	4	:	Fibres	musculaires	;	5	:	Sensille	
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Illustration	41	:	Coupe	Histologique	de	pièces	buccales	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Maxille	;	2	:	Fibre	musculaire	;	3	:	Cuticule	;	4	:	Cellule	hypodermique	
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Illustration	42	:	Coupe	Histologique	de	pièces	buccales	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Palpe	maxillaire	;	2	:	Sensille	;	3	:	Cellule	tormogène	;	4	:	Cellule	trichogène	;	5	:	Cuticule	
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Illustration	43	:	Coupe	Histologique	de	pièces	buccales	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Maxille	;	2	:	Sensille	;	3	:	Cellule	tormogène	;	4	:	Cellule	trichogène	;	5	:	Cuticule	
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Illustration	45	:	Coupe	Histologique	d’épipharynx	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	;	2	:	Membrane	articulaire	;	3	:	Dents	;	4	:	Canal	alimentaire	
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Illustration	44	:	Pièces	buccales	de	C.	felis	en	autoIluorescence		Légende	:	1	:	Stylet	;	2	:	Canal	alimentaire	;	3	:	Pompe	salivaire	;	4	:	Canal	salivaire	;	5	:	Pompe	cibariale	;		6	:	pompe	pharyngiale	;	7	:	Muscles	de	la	pompe	cibariale	;	8	:	Maxille	
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Illustration	46	:	Tête	de	C.	felis	en	auto3luorescence		Légende	:	1	:	Pharynx	;	2	:	Pompe	Pharyngiale	;	3	:	Muscles	de	la	pompe	pharyngiale	;	4	:	Pompe	cibariale	;		5	:	Muscles	de	la	pompe	cibariale	;	6	:	Maxille	;	7	:	Cerveau	;	8	:	Ganglion	prothoracique		
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Illustration	47	:	Tête	de	C.	felis	en	auto3luorescence		Légende	:	1	:	Pharynx	;	2	:	Pompe	Pharyngiale	;	3	:	Muscles	de	la	pompe	pharyngiale	;	4	:	Pompe	cibariale	;		5	:	Muscles	de	la	pompe	cibariale	;	6	:	Cerveau	;	7	:	Canal	alimentaire	
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	4. Glandes	salivaires		Les	glandes	salivaires	sécrètent	la	salive	au	travers	des	pièces	buccales.	Chez	la	puce,	le	nombre	de	glandes	est	de	quatre	;	elles	se	regroupent	par	paire.	Chaque	paire	se	place	de	part	 et	 d’autre	de	 l’intestin	moyen.	 Ces	 organes	 ont	 une	origine	 ectodermique.	 Les	canaux	 salivaires	 sortant	 de	 chaque	 paire	 de	 glandes	 se	 rejoignent	 dans	 la	 pompe	salivaire	qui	facilite	l’excrétion	de	la	salive.	Cette	pompe	se	situe	dans	la	tête	de	la	puce,	sous	 la	 pompe	 cibariale.	 S’ensuit	 des	 conduits	 salivaires,	 débouchant	 dans	 les	 pièces	buccales	dérivant	des	maxilles	:	les	lacinae	(Voir	Figure	12	et	Illustrations	54	et	55).	La	salive	se	mélange	au	sang	de	l’hôte	du	parasite	et	facilite	le	repas	sanguin.		
	Chez	les	puces,	les	glandes	salivaires	sont	décrites	comme	tubulaires.	Elles	se	composent	de	 cellules	 épithéliales	 de	 grande	 taille	 polarisées	 à	 vacuole	 salivaire	 luminale.	 Ces	cellules	sont	au	nombre	de	huit	à	dix	par	unité	glandulaire.	La	salive	se	collecte	dans	le	lumen	 des	 glandes	 salivaires	 (Voir	 Illustrations	 48	 à	 53).	 Ces	 cellules	 s’agencent	 en	acinus	 volumineux.	 Puis,	 la	 salive	 transite	dans	des	 canaux	 salivaires	 jusqu’aux	pièces	buccales.	 Une	 valve,	 située	 entre	 chaque	 glande	 et	 son	 canal,	 contrôle	 le	 transit	 de	 la	
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Figure	12	:	Coupe	de	tête	de	C.	felis	(Schéma	original)	
Légende	:	1	:	Canal	salivaire	commun	;	2	:	Pompe	salivaire	;	3	:	Conduit	salivaire	
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	salive.	 Les	 canaux	 salivaires	 sont	 composés	 de	 cellules	 épithéliales	 de	 petites	 tailles,	aplaties	adossées	à	une	membrane	basale	externe	et	une	membrane	chitineuse	interne	les	protégeant.	(Voir	Figure	13	et	Illustrations	56	à	59)	(Chapman	and	Douglas,	2013).		
	
Figure	13	:	Mécanisme	d'action	des	glandes	salivaires	tubulaires	(Chapman	and	Douglas,	2013).		La	 morphologie	 des	 glandes	 salivaires	 est	 sous	 contrôle	 de	 l’hormone	 juvénile.	 Cette	hormone	permet	de	stimuler	la	sécrétion	des	cellules	glandulaires,	donc	d’augmenter	la	quantité	de	 salive	produite,	 afin	de	 faciliter	 la	digestion	du	 repas	 sanguin.	Ce	 contrôle	hormonal	 implique	 une	 meilleure	 absorption	 de	 nutriments	 pour	 une	 meilleure	vitellogénèse	 lors	de	 la	 reproduction.	Après	 le	 repas	 sanguin,	 les	 glandes	 salivaires	 se	densifient	(Russell,	1913;	Williams,	1993;	Meola	et	al.,	2001;	Duvallet	et	al.,	2017).		Les	glandes	 salivaires	des	Siphonaptères	 sécrètent	de	 l’apyrase	 lors	du	 repas	 sanguin,	permettant	de	dégrader	l’ATP	et	l’ADP.	Cette	enzyme	a	une	activité	anti	plaquettaire	et	permet	à	la	puce	d’aspirer	du	sang		en	évitant	qu’il	ne	coagule	dans	ses	pièces	buccales	(Chapman	 and	 Douglas,	 2013).	 Lorsque	 la	 puce	 se	 nourrit,	 l’introduction	 de	 salive	provoque	une	réaction	immunitaire.	En	effet,	des	haptènes	présents	dans	la	salive	de	la	puce	 provoquent	 une	 réaction	 immunitaire	 à	 médiation	 cellulaire	 et	 une	 réaction	 et	humorale	(Greene	et	al.,	1993).	
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Illustration	48	:	Abdomen	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Thorax	;	2	:	Glandes	salivaires	;	3	:	Ovocytes	terminaux	;	4	:	Ovocytes	folliculaires	;	5	:	Oviductes	;	6	:	Intestin	moyen	;	7	:	Proventricule	
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Illustration	49	:	Abdomen	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1		:	Glandes	salivaires	;	2	:	Ovocytes	terminaux	;	3	:	Ovocytes	folliculaires	;	4	:	Oviductes	;	5	:	Muscle	;	6	:	Coxa		
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Illustration	50	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Glande	salivaire	;	2	:	intestin	moyen	;	3	:	Testicule	;	4	:	Tissu	adipeux	
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Illustration	51	:	Coupe	Histologique	de	glande	salivaire	en	coupe	longitudinale	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Glande	salivaire	;	2	:	Cellule	glandulaire	;	3	:	Lumen	
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Illustration	52	:	Coupe	Histologique	de	glande	salivaire	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Glande	salivaire	;	2	:	Cellule	glandulaire	;	3	:	Lumen	;	4	:	Intestin	moyen	;	5	:	Trophocyte	
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Illustration	53	:	Coupe	Histologique	de	glande	salivaire	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cellule	glandulaire	;	2	:	Lumen	;	3	:	Noyau	cellulaire	;	4	:	Membrane	basale	;	5	:	Apex	;		6	:	Trophocyte	
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Illustration	54	:	Appareil	salivaire	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Pharynx	;	2	:	pompe	pharyngiale	;	3	:	Pompe	cibariale	;	4	:	Canal	salivaire	;	5	:	Pompe	salivaire	;		6	:	Stylet	;	7	:	Cerveau	;	8	:	Ganglion	prothoracique	
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Illustration	55	:	Coupe	Histologique	de	Pompe	salivaire	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Pompe	cibariale	;	2	:	Muscles	de	la	pompe	cibariale	;	3	:	Cuticule	;	4	:	Pompe	salivaire	;	5	:	Stylet	
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Illustration	56	:	Coupe	Histologique	de	tête	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Canal	salivaire	;	2	:	Yeux	;	3	:	Cerveau	;	4	:	Ganglion	prothoracique	;	5	:	Fosse	antennaire	
1	
2	
3	
4	
5	
Illustration	57	:	Coupe	Histologique	de	glande	salivaire	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Glandes	salivaires	;	2	:	Lumen	;	3	:	Canaux	salivaires	;	4	:	Tissu	adipeux	
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Illustration	58	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Canal	salivaire	;	2	:	Cellules	épithéliales	;	3	:	Membrane	chitineuse	;	4	:	Fibres	musculaires	
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Illustration	59	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Canal	salivaire	;	2	:	Trachée	;	3	:	Fibres	musculaires	
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		 5. Système	digestif		Le	 tube	 digestif	 divisé	 en	 trois	 parties	:	 l’intestin	 antérieur,	 ou	 stomodeum	 (origine	ectodermique)	;	 l’intestin	moyen,	 ou	mesentéron	 (origine	 endodermique)	;	 et	 l’intestin	postérieur,	ou	proctodeum	(origine	ectodermique).			Après	émergence	du	cocon,	la	puce	adulte	cherche	immédiatement	un	hôte	pour	réaliser	son	repas	de	sang	(Dryden,	Gaafar,	1991).				
• L’intestin	antérieur	se	compose	du	pharynx,	de	 l’œsophage	et	du	proventricule.	Le	 pharynx	 et	 l’œsophage	 sont	 des	 organes	 de	 transit	 du	 bol	 alimentaire.	 Le	proventricule	 permet	 de	 triturer	 le	 repas	 sanguin.	 Il	 n’y	 a	 pas	 de	 jabot	 chez	 la	puce,	contrairement	aux	diptères.	
• L’intestin	 moyen	permet	 la	 digestion	 et	 l’assimilation	 des	 aliments.	 Une	membrane	péritrophique,	sécrétée	par	la	portion	antérieure	de	l’intestin	moyen,	entoure	 les	 aliments	 et	 protège	 les	 cellules	 fragiles	de	 l’intestin	 chez	 les	 stades	larvaires	qui	 ont	un	 régime	détritivore.	 Chez	 la	puce	 adulte,	 dont	 le	 régime	est	hématophage,	 l’intestin	 moyen	 est	 composé	 de	 villosités	 et	 est	 dépourvu	 de	membrane	péritrophique.	
• L’intestin	 postérieur,	 séparé	 de	 l’intestin	 moyen	 par	 le	 pylore,	permet	l’absorption	 de	 l’eau	 et	 son	 stockage	 dans	 des	 poches	 dilatées	de	 l’ampoule	rectale	 :	 les	 diverticules,	 ou	 bulbes.	 Elles	 sont	 au	 nombre	 de	 six.	 Le	 système	digestif	se	termine	ensuite	par	le	rectum	et	l’anus.	(Dajoz,	2010)		
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Figure	14	:	Schéma	d'abdomen	de	C.	felis	(Schéma	original)	
Légende	:	1	:	Œsophage	;	2	:	Proventricule	;	3	:	 Intestin	moyen	;	4	:	Pylore	;	5	:	 Intestin	postérieur	;	6	:	Bulbes	
rectaux	;	7	:	Ampoule	rectale	;	8	:	Rectum	;	9	:	Anus	;	10	:	Canal	salivaire	;	11	:	Glandes	salivaire	;	12	:	Tubes	de	
Malpighi		Le	 pharynx	 et	 l’œsophage,	 situés	 au	 niveau	 de	 l’intestin	 antérieur,	 sont	 dotés	 d’un	épithelium	simple	cubique	avec	des	 jonctions	intercellulaires	serrées,	de	sa	membrane	basale	 et	 de	 fibres	musculaires	 circulaires	 et	 longitudinales	 (Wan,	 2015).	 Une	 couche	cuticulaire	semble	recouvrir	la	face	interne	de	l’œsophage	(Voir	Illustrations	60	à	62).	Le	proventricule	est	doté	en	plus	de	dents	cuticulaires,	permettant	la	mastication	du	bol	alimentaire	 et	 évitant	 la	 coagulation	 du	 repas	 sanguin.	 Ces	 dents	 sont	 des	 épines	produites	par	les	cellules	du	proventricule.	Une	couche	de	cellules	musculaires	entoure	le	proventricule	et	entraîne	les	mouvements	de	ce	dernier	lors	de	la	digestion	du	repas	sanguin	(Voir	Figure	14	et	Illustrations	63	à	68).	L’intestin	moyen	est	formé	d’un	épithélium	reposant	sur	une	lame	basale	et	de	cellules	musculaires	 lisses	 (Voir	 Figure	 14	 et	 Illustrations	 69	 à	 72).	 La	 différentiation	 de	l’épithélium	 a	 lieu	 lors	 de	 la	 maturation	 des	 puces.	 Initialement,	 on	 retrouve	 un	épithélium	simple	avec	des	cellules	différenciées,	des	cellules	endocrines	et	des	cellules	régénératives.	Suite	au	repas	sanguin,	la	maturation	de	l’épithélium,	à	partir	des	ilôts	de	cellules	régénératives,	aboutit	à	des	cellules	différenciées	plus	hautes	et	polarisées	(type	
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	cylindrique)	 (Voir	 Figure	 15	 et	 Illustrations	 73	 à	 76).	 Les	 cellules	 différenciées	 sont	dotées	de	microvillosités	pour	augmenter	l’absorption	de	nutriments.		
		
Figure	15	:	Ilots	de	cellules	régénératives	(Chapman	and	Douglas,	2013).	En	 effet,	 afin	 d’assurer	 la	 reproduction	 (c’est-à-dire	 la	 maturation	 des	 ovocytes),	 des	villosités	 apparaissent	 dans	 le	 but	 d’augmenter	 l’absorption.	 Le	 tissu	 adipeux,	 les	glandes	 salivaires	 et	 la	 muqueuse	 digestive	 se	 différencient	 alors,	 sous	 contrôle	 de	l’hormone	 juvénile	 produite	 par	 le	 corps	 allate	 de	 la	 puce.	 	 Ces	 cellules	 formant	 cet	épithélium	 pavimenteux	 sont	 appelées	 entérocytes.	 Elles	 permettent	 l’absorption	 de	nutriments.	Ces	cellules	sécrètent	des	enzymes	digestives	(Rothschild	et	al.,	1986;	Meola	et	al.,	2001).	L’intestin	 postérieur	 suit	 l’intestin	 moyen	 via	 le	 pylore.	 L’intestin	 postérieur	 est	tubulaire.	 Il	 est	 suivi	 par	 l’ampoule	 rectale.	 L’ampoule	 rectale	 est	 composée	 de	l’extérieur	 vers	 l’intérieur,	 d’une	 couche	 de	 fibres	 musculaires	 circulaires	 et	longitudinales,	 de	 cellules	 épithéliales	 et	d’une	discrète	 intima	d’apparence	 cuticulaire	(Voir	Figure	14	et	Illustrations	79	à	86).	Dans	cette	ampoule,	des	involutions	forment	six	bulbes	rectaux	ou	papilles	rectales	(Voir	Illustration	87).	On	les	retrouve	seulement	chez	l’adulte.	Leur	rôle	est	la	réabsorption	d’eau	et	d’ions	sécrétés	par	les	tubes	de	Malpighi	(voir	ci-dessous)	dans	le	pylore	(Voir	Illustrations	77	et	78).	Histologiquement,	il	s’agit	d’un	 épithélium	 simple	 pavimenteux	 avec	 des	microvillosités	 apicales	 dans	 lesquelles	s’accumulent	des	mitochondries	pour	les	transports	des	ions	et	de	l’eau.	Dans	le	rectum,	on	 retrouve	 un	 épithélium	 simple	 pavimenteux	 (Oschman	 and	 Wall,	 1969;	 Wall	 and	Oschman,	1973).	
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Illustration	60	:	Capsule	céphalique	de	C.	felis	en	auto7luorescence		Légende	:	1	:	Pharynx	;	2	:	Cerveau	;	3	:	Ganglion	prothoracique	;	4	:	Œsophage	;	5	:	Trachées	;		6	:	Canal	salivaire	
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Illustration	61	:	Coupe	Histologique	de	capsule	céphlique	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Pharynx	;	2	:	Cerveau	;	3	:	Neuropile	;	4	:	Corps	cellulaires	
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Illustration	62	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Pharynx	;	2	:	Epithélium	pharyngiale	;	3	:	Couche	chitineuse	;	4	:	Fibres	musculaires		
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Illustration	63	:	Proventricule	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Proventricule	;	2	:	Œsophage	;	3	:	Epines	proventriculaires	;	4	:	Fibres	musculaires	lisses	;		5	:	Intestin	moyen	
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Illustration	64	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Œsophage	;	2	:	Proventricule	;	3	:	Intestin	moyen	;	4	:	Epines	proventriculaires	;	5	:	Cuticule	oesophagienne	
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Illustration	65	:	Coupe	Histologique	de	proventricule	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Proventricule	;	2	:	Intestin	moyen	;	3	:	Epines	proventriculaires	;	4	:	Muscles	lisses	;	5	:	Transition	proventricule	–	intestin	moyen	
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Illustration	66	:	Coupe	Histologique	de	proventricule	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Proventricule	;	2	:	Cellules	productrices	d’épine	;	3	:	Cellules	musculaires	lisses	;	4	:	Ilots	de	cellules	régénératives	;	5	:	Intestin	moyen		
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Illustration	67	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Œsophage	;	2	:	Proventricule	;	3	:	Intestin	moyen	;	4	:	Epines	;	5	:	Ilots	de	cellules	régénératives	
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Illustration	68	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Proventricule	;	2	:	Œsophage	;	3	:	Epines	;	4	:	Couche	cuticulaire	;	5	:	Fibres	musculaires	lisses	
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Illustration	69	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Proventricule	;	2	:	Intestin	moyen	;	3	:	Testicule	;	4	:	Chaine	nerveuse	;	5	:	Tissu	adipeux	
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Illustration	70	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Proventricule	;	2	:	Intestin	moyen	;	3	:	Intestin	postérieur	;	4	:	Ampoule	rectale	;	5	:	Bulbe	rectal	;	6	:	Ovarioles	
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Illustration	71	:	Intestin	moyen	de	C.	felis	en	auto3luorescence		Légende	:	1	:	Intestin	moyen	;	2	:	Ilots	de	cellules	régénératives	;	3	:	Muscles	
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Illustration	72	:	Intestin	moyen	de	C.	felis	en	auto3luorescence		Légende	:	1	:	Proventricule	;	2	:	Intestin	moyen	;	3	:	Testicule	;	4	:	Glande	accessoire	
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Illustration	73	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cellules	régénératives	;	2	:	Cellules	en	différenciation	;	3	:	Entérocytes	;	4	:	Membrane	basale	
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Illustration	74	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cellules	régénératives	;	2	:	Cellules	en	différenciation	;	3	:	Entérocytes	;	4	:	Intestin	postérieur	;	5	:	Tube	de	Malpighi	
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Illustration	75	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Entérocytes	;	2	:	Lumen	de	l’intestin	moyen	;	3	:	Membrane	basale	
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Illustration	76	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Ilots	d’entérocytes	;	2	:	Lumen	de	l’intestin	moyen	;	3	:	Membrane	basale	;	4	:	Fibres	musculaires	lisses	
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Illustration	78	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Ilots	de	cellules	régénératives	;	2	:	Intestin	moyen	;	3	:	Pylore	;	4	:	Intestin	postérieur	;	5	:	Trophocyte		
1	
2	
3	
4	
5	
1	
2	
3	
4	
Illustration	77	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Intestin	moyen	;	2	:	Pylore	;	3	:	Intestin	postérieur	;	4	:	Oviducte	
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Illustration	79	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Intestin	postérieur	;	2	:	Ovocyte	;	3	:	Tissu	adipeux	;	4	:	Clasper	
1	
2	
2	
2	 3	
3	
4	
Illustration	80	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Ampoule	rectale	;	2	:	Intestin	moyen	;	3	:	Bulbes	rectaux	;	4	:	Appareil	d’intromission	;		5	:	Testicule			
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Illustration	81	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Intestin	postérieur	;	2	:	Ampoule	rectale	;	3	:	Intestin	moyen	;	4	:	Bulbes	rectaux	;	5	:	Appareil	d’intromission	;	6	:	Testicule	;	7	:	Glande	accessoire	
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Illustration	82	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Intestin	moyen	;	2	:	Intestin	postérieur	;	3	:	Ampoule	rectale	;	4	:	Bulbes	rectaux	;	5	:	Testicule	;		6	:	Canal	déférent	;	7	:	Glande	accessoire	;	8	:	Appareil	d’intromission	;	9	:	Tube	de	Malpighi	
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Illustration	83	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Intestin	postérieur	;	2	:	Ampoule	rectale	;	3	:	Bulbes	rectaux	;	4	:	Jonction	intestin	postérieur-ampoule	rectale	;	5	:	Epithélium	rectal	;	6	:	Fibres	musculaires	
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Illustration	84	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Rectum	;	2	:	Anus	;	3	:	Epines	anales	;	4	:	Fibres	musculaires	rectales	;	5	:	Sensilium	
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Illustration	85	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Intestin	postérieur	;	2	:	Ampoule	rectale	;	3	:	Trachée		
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Illustration	86	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Ampoule	rectale	;	2	:	Epithélium	de	l’ampoule	rectale	;	3	:	Sensilium	;	4	:	Aréoles	
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Illustration	87	:	Coupe	Histologique	de	bulbe	rectal	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Lumen	de	l’ampoule	rectale	;	2	:	Bulbe	rectal	;	3	:	Epithélium	de	l’ampoule	rectale	;	4	:	Noyau	des	cellules	des	bulbes	rectaux	
1	
2	
3	
4	
92
	6. Les	Tubes	de	Malpighi		Les	tubes	Malpighiens	sont	de	longs	tubules	fins	qui	s’insèrent	entre	l’intestin	moyen	et	l’intestin	postérieur,	au	niveau	du	pylore	(Voir	Illustrations	91),	puis	se	terminent	en	cul	de	 sac.	 Ils	 sont	 non	 adhérents,	 on	 les	 retrouve	 libres	 dans	 la	 cavité	 abdominale	 (Voir	Illustrations	 88	 à	 90).	 On	 en	 dénombre	 quatre	 chez	 la	 puce.	 Ce	 sont	 des	 organes	principalement	 d’excrétion	 et	 de	 régulation	 de	 l’eau	 et	 des	minéraux.	 Ils	 forment	 une	urine	primaire	à	partir	de	 l’hémolymphe.	Les	 tubes	de	Malpighi	 sont	comparables	aux	reins	des	mammifères.	Ils	assurent	en	effet	 l’élimination	de	déchets	toxiques,	ainsi	que	l’élimination	des	produits	du	métabolisme	tels	que	l’urée,	l’acide	urique	ou	l’ammoniac,	et	permettent	la	régulation	du	pH	intestinal	(Chapman	and	Douglas,	2013;	Nocelli	et	al.,	2016).	L’excrétion	s’effectue	via	des	protéines	de	transport	de	l’hémolymphe	au	lumen,	puis	du	lumen	à	l’intestin	(Voir	Figure	16)	(Nocelli	et	al.,	2016).			
		
Figure	16	:	Mouvements	d'eau	au	sein	des	insectes	(Chapman	and	Douglas,	2013).	
Absorption	d'eau	au	niveau	de	l'intestin	moyen	et	de	l'intestin	postérieur.	Excrétion	d'eau	sous	forme	d'urine	
primitive	par	les	tubes	de	Malpighi.					
93
		Ils	dérivent	 de	 la	 partie	 ectodermique	 de	 l’intestin	 postérieur.	 Ils	 sont	 constitués	 d’un	épithélium	 simple	 cubique	 bas	 délimitant	 une	 lumière	 centrale	 (Voir	 Figure	 17	 et	Illustrations	92	à	95).		
	
Figure	17	:	Structure	d'un	tube	de	Malpighi	(Chapman	and	Douglas,	2013).	
Légende	:	(a)	:	Coupe	transversale	d'un	tube	de	Malpighi	(b)	:	Cellule	avec	microvillosités	(c)	:	fin	en	cul	de	sac	
du	tube	de	Malpighi													
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Illustration	88:	Abdomen	caudal	ventral	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Tubes	de	Malpighi	;	2	:	Tissu	adipeux	;	3	:	Spermathèque	;	4	:	Vagin	;	5	:	Oviducte	;	6	:	Ampoule	rectale	
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Illustration	89	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Tube	de	Malpighi	;	2	:	Trachées	;	3	:	Oviducte	;	4	:	Trophocytes	
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Illustration	91	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Embouchure	des	tubes	de	Malpighi	;	2	:	Intestin	postérieur	;	3	:	Intestin	moyen	;	4	:	Trachée	;		5	:	Jonction	intestin	moyen-intestin	postérieur	
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Illustration	90	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Tube	de	Malpighi	;	2	:	Lumen	;	3	:	Trachéoles	;	4	:	intestin	postérieur	
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Illustration	92	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Tube	de	Malpighi	;	2	:	Intestin	postérieur	;	3	:	Ampoule	rectale	;	4	:	Bulbe	rectal		5	:	Glande	accessoire	;	6	:	Canal	déférent	
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Illustration	93	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Tube	de	Malpighi	;	2	:	Intestin	moyen	;	3	:	Intestin	postérieur	;	4	:	Oviducte	;	5	:	Vagin	;		6	:	Trophocytes	
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Illustration	94	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Tube	de	Malpighi	;	2	:	Lumen	;	3	:	Intestin	postérieur	;	4	:	Ovocyte	folliculaire	;	5	:	Trachéoles	
Illustration	95	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Tube	de	Malpighi	;	2	:	Lumen	;	3	:	Trachéoles	;	4	:	Testicule	
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	7. Tissu	adipeux		Le	 tissu	 adipeux	 est	 très	 largement	 réparti	 partout	 dans	 la	 puce.	 Les	 localisations	principales	sont	autour	du	vaisseau	sanguin	dorsal	et	autour	de	l’appareil	reproducteur	(Voir	 Figure	 18	 et	 Illustrations	 100	 à	 102).	 Il	 joue	 un	 rôle	 important	 dans	 le	métabolisme,	notamment	dans	la	synthèse	protéique.	Il	a	une	origine	mésodermique,	et	est	en	permanence	au	contact	de	l’hémocœle.	Ce	tissu	stocke	l’énergie	indispensable	à	la	maturation	 et	 la	 reproduction	 des	 insectes.	 Le	 tissu	 adipeux	 a	 un	 rôle	 endocrinien,	 il	sécrète	 notamment	 l’ecdyzone	 et	 l’hormone	 juvénile.	 Il	 a	 aussi	 un	 rôle	 central	 dans	l’immunité	des	insectes	(Kilby,	1963;	Roma	et	al.,	2010).	Le	tissu	adipeux	se	décharge	en	lipides	lors	de	l’ovogénèse,	sous	contrôle	de	l’hormone	juvénile	(Meola	et	al.,	2001).		Ce	 tissu	 se	 compose	 d’amas	 de	 cellules	 de	 grande	 taille	 entourées	 d’une	 gaine	:	 les	trophocytes.	Ces	cellules	sont	souvent	associées	aux	œnocytes.	Les	trophocytes	sont	de	grandes	 cellules	 rondes	 à	 polygonales	 possédant	 de	 larges	 noyaux	 irréguliers	 et	 un	cytoplasme	souvent	fortement	vacuolisé	(Voir	Illustrations	96	à	99).	
		
Figure	18	:	Localisation	du	tissu	adipeux	dans	l'abdomen	de	C.	felis	(Schéma	original)		
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Illustration	96	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Trophocytes	;	2	:	Oenocytes	;	3	:	Trachée	;	4	:	Prohémocytes	.	5	:	Fibres	musculaires	
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Illustration	97	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Trophocytes	;	2	:	Oenocytes	;	3	:	Intestin	moyen	;	4	:	Oviducte	
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Illustration	98	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Trophocytes	;	2	:	Trachéoles	;	3	:	Globules	gras	;	4	:	Cellules	épithéliales	trachéales	
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Illustration	99	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Trophocytes	;	2	:	Oenocytes	
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Illustration	100	:	Abdomen	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Tissu	adipeux	;	2	:	Intestin	moyen	;	3	:	Ampoule	rectale	;	4	:	Proventricule	;	5	:	Ovocytes		
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Illustration	101	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx40		Légende	:	1	:	Tissu	adipeux	;	2	:	Proventricule	;	3	:	Intestin	moyen	;	4	:	Chaine	nerveuse	;	5	:	Testicule	;		6	:	Glandes	accessoires	;	7	:	Appareil	d’intromission	
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Illustration	102	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx40		Légende	:	1	:	Tissu	adipeux	;	2	:	Proventricule	;	3	:	Intestin	moyen	;	4	:	Intestin	postérieur	;	5	:	Ampoule	rectale	;	6	:	Chaine	nerveuse	;	7	:	Testicule	;	8	:	Glandes	accessoires	;	9	:	Appareil	d’intromission	;		10	:	Epididyme	
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104
	8. Muscles		Le	tissu	musculaire	se	compose	uniquement	de	 fibres	musculaires	striées.	Des	cellules	longues	et	 fines	 s’anastomosent	pour	 former	 les	 faisceaux	musculaires.	Chaque	cellule	est	 entourée	 d’un	 sarcolemme	 et	 se	 compose	 de	 myofilaments.	 Ces	 myofilaments	 se	divisent	en	sarcomère	:	l’unité	contractile.	Chaque	muscle	appartient	à	un	segment	(Voir	Figure	19	et	Illustration	103).		
	
Figure	19	:	Structure	d'une	fibre	musculaire	(Chapman	and	Douglas,	2013).	
Légende	:	 (a)	 :	Coupe	 longitudinal	au	MET	;	A	:	Bande	A	;	H	:	 zone	H	;	bande	 I	;	 	M	:	mitochondrie	;	T	:	 tubule	
transverse	;	Z	:	 ligne	Z	(b)	:	Schéma	d'un	sarcomère	(c)	 :	Représentation	des	myofilaments	fins	et	épais	(d)	:	
Représentation	 d'une	 triade	 au	 MET	;	 DY	:	 triade	;	 M	:	 mitochondrie	;	 SR	:	 réticulum	 sarcoplasmique	;	 T	:	
tubule	transverse	(e)	et	(f)	:	Coupes	transversales	de	muscle	au	MET		Les	muscles	 striés	 squelettiques	 sont	 attachés	 aux	 phragmes.	 Les	 phragmes	 sont	 des	invaginations	ou	des	épaississements	de	 la	 cuticule.	Les	 fibres	musculaires	 s’attachent	grâce	à	des	tonofibrilles	à	 l’exocuticule	(Voir	Figure	20	et	 Illustrations	104	à	105).	Ces	muscles	sont	larges	et	puissants.	Ces	fibres	musculaires	squelettiques	permettent	le	saut	à	 la	 puce	 et	 la	 sortie	 de	 l’appareil	 d’intromission	 du	mâle	 lors	 de	 la	 copulation	 (Voir	Illustrations	106,	107,	108	et	115)		
105
		
Figure	20	:	Liaison	des	muscles	striés	à	la	cuticule	(Chapman	and	Douglas,	2013).		Des	muscles	striés	viscéraux	fins	entourent	de	nombreux	organes	comme	les	stigmates,	les	organes	de	l’appareil	digestif	et	de	l’appareil	reproducteur	(Voir	Illustrations	108	à	117)	(Rothschild	et	al.,	1986;	Nation,	2001;	Dajoz,	2010).																		
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Illustration	103	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Fibres	musculaires	;	2	:	Noyau	;	3	:	Sarcolemme	;	4	:	Mitochondries	;	5	:	Lignes	Z,	Bandes	A,	Zones	H			
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Illustration	104	:	Abdomen	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Cuticule	;	2	:	Phragmes	;	3	:	Fibres	musculaires	
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Illustration	105	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	;	2	:	Phragme	;	3	:	Fibres	musculaires	;	4	:	Noyaux	;	5	:	Tono5ibrilles	
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Illustration	106	:	Capsule	céphalique	et	thorax	de	C.	felis	en	auto9luorescence		Légende	:	1	:	Muscle	dépresseur	du	trochanter	;	2	:	Tendon	du	muscle	dépresseur	du	trochanter	;	3	:	Muscle	epipleural	;	4	:	Muscle	levier	du	trochanter	;	5	:	Proventricule	;	6	:	Ovocytes	
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Illustration	107	:	Membre	métathoracique	de	C.	felis	en	auto9luorescence		Légende	:	1	:	Muscle	dépresseur	du	trochanter	;	2	:	Tendon	du	muscle	dépresseur	du	trochanter	;	3	:	Muscle	epipleural	;	4	:	Muscle	levier	du	trochanter	;	5	:	Ovocytes	
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Illustration	108	:	Abdomen	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Muscles	abdominaux	;	2	:	Appareil	intromission	;	3	:	Tissu	adipeux	;	4	:	Sternites	
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Illustration	109	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Muscles	abdominaux	;	2	:	Tissu	adieux	;	3	:	Sternites	;	4	:	Vagin	;	5	:	Oviducte	
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Illustration	110	:	Capsule	céphalique	de	C.	felis	en	auto7luorescence		Légende	:	1	:	Muscles	de	la	pompe	pharyngiale	;	2	:	Muscles	de	la	pompe	cibariale	;	3	:	Pharynx	;	4	:	Cerveau	
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Illustration	111	:	Coupe	Histologique	de	proventricule	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cellules	productrices	d’épines	;	2	:	Cellules	musculaires	lisses	;	3	:	Proventricule	
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Illustration	112	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Intestin	postérieur	;	2	:	Ampoule	rectale	;	3	:	Muscles	lisses	ampoule	rectale	;	4	:	Muscles	lisses	intestin	postérieur	
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Illustration	113	:	Coupe	Histologique	de	proventricule	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Muscles	pulsatiles	du	vaisseau	dorsal	;	2	:	Vaisseau	dorsal	;	3	:	Trophocytes	;	4	:	Membrane	articulaire	
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Illustration	114	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Bulbe	éjaculateur	;	2	:	Muscles	du	bulbe	éjaculateur	;	3	:	Ampoule	rectal	;	4	:	Spermatozoïdes	
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Illustration	115	:	Coupe	Histologique	de	d’abdomen	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Appareil	d’intromission	;	2	:	Muscles	de	l’apodème	;	3	:	Muscles	des	pseudo-tendons	;	4	:	Intestin	moyen	;	5	:	Testicule	
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Illustration	116	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Vagin	;	2	:	Muscles	lisses	du	vagin	;	3	:	Trophocyte	;	4	:	Oenocytes	
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Illustration	117	:	Coupe	Histologique	de	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Bulga	;	2	:	Hilla	;	3	:	Muscles	de	la	spermathèque	;	4	:	Trophocytes	;	5	:	Glandes	de	le	spermathèque	;	6	:	Ductus	spermathecae	
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	9. Système	reproducteur	mâle		 i. Généralités		La	morphologie	complexe	de	l’appareil	reproducteur	mâle,	appelé	aussi	Genitalia	mâle,		est	utilisée	pour	la	diagnose	d’espèce.		Il	 est	 formé	 de	 nombreux	 organes.	 Tout	 d’abord,	 nous	 avons	 les	 testicules,	 qui	 sont	entourés	par	une	gaine.	Ils	se	composent	de	tubes	séminifères.	Ces	tubes	sont	le	lieu	de	formation	 des	 spermatozoïdes.	 A	 l’intérieur	 des	 tubes	 séminifères,	 quatre	 zones	 sont	définies	(Voir	Figure	21)	:		
• le	Germarium	:	multiplication	des	spermatogonies	;	
• la	zone	de	croissance	:	transformation	des	spermatogonies	en	spermatocytes	;	
• la	zone	de	maturation	:	réduction	chromatique	et	transformation	en	spermatide	;	
• la	 zone	 de	 transfert	:	 transformation	 des	 spermatides	 en	 spermatozoïdes	flagellés.	
	
Figure	21	:	Structure	d'un	tube	séminifère	(Chapman	and	Douglas,	2013).		Tous	 les	 tubes	 séminifères	 abouchent	 dans	 un	 canal	 commun	:	 le	 canal	 efférent.	 La	partie	 en	 amont	 du	 canal	 efférent	 est	 aussi	 appelée	 épididyme.	 L’épididyme	 est	maintenu	 enroulé	 et	 serré	 par	 une	 membrane	 péritonéale.	 Cette	 membrane	 laisse	 le	canal	 efférent	 obturé,	 ne	 permettant	 pas	 le	 passage	 des	 spermatozoïdes.	 Cette	membrane	se	rompt	dans	les	24	h	après	le	premier	repas	sanguin	de	la	puce,	laissant	les	
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	spermatozoïdes	descendre	dans	 le	 canal	déférent,	puis	dans	 le	bulbe	éjaculateur	 (Voir	Figure	23	et	Illustrations	122	à	125).	Des	glandes	accessoires	enrichissent	les	spermatozoïdes	d’un	gel	nutritif	et	permettent	l’élaboration	du	sperme.	Elles	sont	au	nombre	de	quatre	chez	la	puce	et	sont	composées	d’un	 épithélium	 simple	 prismatique	 glandulaire.	 Le	 gel	 est	 libéré	 dans	 le	 lumen	 des	glandes.	Le	sperme,	quant	à	lui,		est	libéré	grâce	à	la	contraction	des	fibres	musculaires	entourant	 l’épithélium	 simple	 du	 bulbe	 éjaculateur.	 Il	 transite	 après	 émission	 dans	 le	pénis	de	l’appareil	d’intromission	(Voir	Figure	23	et	Illustrations	127	à	131).	
	L’appareil	 d’intromission,	 nommé	 phallosome	 ou	 édéage	 (Aedegus),	 est	 composé	 d’un	pénis,	soutenu	d’une	plaque	pénienne	dorsalement	et	de	pseudo-tendons	péniens	longs,	recourbés	en	avant.	Cette	plaque	et	ces	tendons	sont	chitinisés	et	guident	le	pénis.	Lors	de	 la	copulation,	 les	tendons	péniens	se	détendent	et	permettent	 la	sortie	du	pénis.	La	partie	terminale	du	phallosome	est	dotée	d’un	crochet	nommé	hamulus	pour	rester	fixé	
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Figure	22	:	Appareil	reproducteur	mâle	de	C.	felis		(Schéma	original)	
Légende	:	1	:	Testicule	;	2	:	Epididyme	proximale	;	3	:	Epididyme	avec	membrane	péritonéale	;	4	:	Canal	
efférent	;	5	:	Glandes	accessoires	;	6	:	Bulbe	éjaculateur	;	7	:	Pénis	;	8	:	Pseudo-tendon		péniens	fins	;	9	:	
pseudo-tendon	pénien	épais	;	10	:	Apodème	;	11	:	Bras	dorsal	;	12	:	Capsule	;	13	:	Clasper	;	14	:	Arbre	;	15	:	
Crochet	ou	Hamulus	;	16	:	Vésicule	;	17	:	Sensilium	
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	au	vagin	de	la	puce	femelle	et	d’une	canule	pour	guider	les	tendons	péniens	et	le	pénis	dans	la	bursa	copulatrix	(Voir	Figure	23	et	Illustrations	132	à	134).	L’appareil	génital	mâle	est	également	constitué	d’une	partie	du	segment	VIII,	le	sternite	VIII,	 	et	du	segment	IX	dont	le	tergite	et	 le	sternite	sont	 largement	modifiés	et	adaptés	pour	 la	 reproduction.	Le	 tergite	 IX	 constitue	 ici	 le	 «	clasper	»,	 et	 sert	de	pince	pour	 se	fixer	à	la	femelle	lors	de	la	copulation.	Ce	tergite	est	soutenu	par	de	nombreux	tendons	appelés	 apodèmes.	 Il	 se	 compose	d’une	partie	 fixe	 appelée	 le	 basimère,	 dont	 la	 partie	supérieure	 s’intitule	 l’apex,	 et	d’une	partie	 inférieure	qui	 se	nomme	 le	manubrium.	Le	basimère	contient	plusieurs	 lobes.	Sur	ce	basimère	se	 lie	 le	 télomère	:	 la	partie	mobile	du	tergite	 IX.	Le	sternite	 IX	est	en	forme	de	V	avec	une	branche	proximale	verticale	et	une	 branche	 distale	 horizontale.	 Le	 sternite	 VIII	 contient	 la	 vésicule,	 un	 appendice	membraneux	 dont	 la	 fonction	 n’a	 pas	 encore	 été	 élucidée	 (Voir	 Figures	 22,	 23,	 24	 et	Illustrations	 135	 à	 137)	 (Dean	 and	 Meola,	 1997;	 Pampiglione	 et	 al.,	 2005;	 Brinck-Lindroth	and	Smit,	2007;	Dajoz,	2010;	Duvallet	et	al.,	2017).			
			
Figure	23	:	Clasper	de	Frontopsylla	(Hopkins	and	Rothschild,	1953)	
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Illustration	118	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:		Pseudo-tendon	ventral	;	2	:	Pseudo-tendon	dorsal	;	3	:	Pénis	;	4	:	Apodème	de	l’édéage	;		5	:	Muscle	de	l’appareil	d’intromission	;	6	:	Capsule	;	7	:	Arbre	;	8	:	Bras	dorsal	;	9	:	Apex	du	canal	d’intromission	;	10	:	Crochet	;	11	:	Vésicule	;	12	:	Bulbe	éjaculateur	:	13	:	Canal	déférent	
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Illustration	119	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:		Pseudo-tendon	ventral	;	2	:	Pseudo-tendon	dorsal	;	3	:	Pénis	;	4	:	Apodème	de	l’édéage	;	5	:	Muscle	de	l’appareil	d’intromission	;	6	:	Capsule	;	7	:	Arbre	;	8	:	Bras	dorsal	;	9	:	Apex	du	canal	d’intromission	;	10	:	Crochet	;	11	:	Vésicule	;	12	:	Bulbe	éjaculateur	:	13	:	Canal	déférent	;	14	:	Clasper	;	15	:	Glandes	accessoires	
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Illustration	120	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Pseudo-tendon	dorsal	;	2	:	Pénis	;	3	:	Apodème	de	l’édéage	;	4	:	Muscle	de	l’appareil	d’intromission	;	5	:	Capsule	;	6	:	Arbre	;	7	:	Bras	dorsal	;	8	:	Crochet	;	9	:	Vésicule	;	10	:	Canal	déférent	;		11	:	Glande	accessoire	;	12	:	Testicule		
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Illustration	121	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:		Pseudo-tendon	ventral	;	2	:	Pseudo-tendon	dorsal	;	3	:	Pénis	;	4	:	Apodème	de	l’édéage	;	5	:	Muscle	de	l’appareil	d’intromission	;	6	:	Capsule	;	7	:	Arbre	;	8	:	Bras	dorsal	;	9	:	Crochet	;	10	:	Vésicule	;		11	:	Bulbe	éjaculateur	:	12	:	Canal	déférent	;	13	:	Clasper	;	14	:	Glandes	accessoires	;	15	:	Testicule		
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Illustration	122	:	Abdomen	dorsal	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:		Testicule	;	2	:	Epididyme	;	3	:	Canal	déférent	;	4	Ampoule	rectale	;	5	:	Intestin	postérieur	;		6	:	Intestin	moyen	
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Illustration	123	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:		Testicule	;	2	:	Spermatozoïdes	;	3	:	Glandes	accessoires	;	4	:	Canal	déférent	;	5	:	Pénis	;	6	:	Pseudo-tendons	;	7:	Muscle	de	l’appareil	d’intromission		
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Illustration	124	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Testicules	;	2	:	Epididyme	lâche	;	3	:	Epididyme	serré	;	4	:	Spermatozoïdes	
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Illustration	125	:	Coupe	Histologique	de	testicule	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Testicule	;	2	:	Spermatozoïdes	
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Illustration	126	:	Coupe	Histologique	de	glande	accessoire	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Epithélium	glandulaire	;	2	:	Membrane	basale	;	3	:	Lumen	
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Illustration	127	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Glande	accessoire	;	2	:	Conduit	de	glande	accessoire	
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Illustration	128	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Testicule	;	2	:	Epididyme	;	3	:	Glande	accessoire	;	4	:	Spermatozoïdes	;	5	:	Tubes	de	Malpighi	
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Illustration	129	:	Coupe	Histologique	d’épididyme	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Epididyme	;	2	:	Spermatozoïdes	;	3	:	Testicule	
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Illustration	130	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Glande	accessoire	;	2	:	Bulbe	éjaculateur	;	3	:	Canal	déférent	;	4	:	Pseudo-tendon	
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Illustration	131	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Bulbe	éjaculateur	;	2	:	Muscles	lisses	;	3	:	Spermatozoïdes	
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Illustration	132	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto6luorescence		Légende	:	1	:		Pseudo-tendon	ventral	;	2	:	Pseudo-tendon	dorsal	;	3	:	Pénis	;	4	:	Apodème	de	l’édéage	;		5	:	Muscle	de	l’appareil	d’intromission	;	6	:	Capsule	;	7	:	Arbre	;	8	:	Bras	dorsal	;	9	:	Apex	du	canal	d’intromission	;	10	:	Crochet	;	11	:	Vésicule	;	12	:	Bulbe	éjaculateur	:	13	:	Canal	déférent	;	14	:	Clasper	;		15	:	Sensilium	
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Illustration	133	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Muscle	de	l’appareil	d’intromission	;	2	:	Apodème	de	l’édéage	;	3	:	Capsule	;	4	:	Bras	dorsal	;		5	:	Vésicule	;	6	:	Arbre	;	7	:	Crochet	;	8	:	Clasper	
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Illustration	134	:	Coupe	Histologique	transversale	d’abdomen	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Muscle	de	l’appareil	d’intromission	;	2	:	Pénis	;	3	:	Pseudos	tendons	;	4	:	Bulbe	éjaculateur	;		5	:	Testicule	
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Illustration	135	:	Clasper	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:		Clasper	;	2	:	Sensilium	;	3	:	Ampoule	rectale	;	4	:	Sensilles	
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Illustration	136	:	Coupe	Histologique	de	clasper	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Clasper	;	2	:	Sensille	;	3	:	Nerf	
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Illustration	137	:	Coupe	Histologique	de	Clasper	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cuticule	;	2	:	Cellule	tormogène	;	3	:	Cellule	trichogène	;	4	:	Nerf	
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	ii. Mécanisme	de	copulation		La	copulation	est	permise	par	un	mécanisme	bien	précis	faisant	intervenir	le	clasper,	le	sternite	VIII,	 le	 sternite	 IX	 et	 l’appareil	 d’intromission	 (Snodgrass,	 1946;	Hsu	 and	Wu,	2001).	Après	avoir	reconnu	la	femelle,	le	mâle	s’accroche	à	elle	grâce	à	ses	antennes	munies	de	ventouses,	puis	se	place	sous	elle,	et	à	 la	maintient	grâce	à	son	clasper.	Le	manubrium	érige	 le	 clasper	 qui	 se	 referme	 comme	une	pince	 sur	 le	 sternite	VIII	 de	 la	 femelle.	De	plus,	 les	 griffes	 tarsales	 prothoraciques	 du	 mâle	 viennent	 se	 fixer	 sur	 les	 pattes	mésothoraciques	de	la	femelle	(Voir	Figure	24).	Après	s’être	stabilisée	par	le	clasper,	la	puce	mâle	rétracte	ses	antennes	et	ne	se	trouve	liée	à	la	puce	femelle	que	par	son	clasper	et	 ses	 griffes.	 L’organe	 d’intromission	 (Edéage)	 est	 introduit	 dans	 l’appareil	reproducteur	 de	 la	 femelle.	 Le	 pénis	 de	 la	 puce	 est	 guidé	 par	 les	 tendons	 chitineux	jusqu’à	la	spermathèque.	Le	tendon	pénien	le	plus	gros	s’arrête	à	la	bursa	copulix	alors	que	le	tendon	pénien	le	plus	fin	va	jusqu’au	conduit	spermatique.	Le	lobe	dorsal	du	pénis	s’arrête	dans	le	vagin	de	la	femelle.	La	vésicule	n’entre	pas	dans	l’appareil	reproducteur	de	la	femelle.	
	
Figure	24	:	Copulation	chez	Ctenocephalides	felis	(Hsu	and	Wu,	2001).	
Légende	:	A	:	introduction	de	l’organe	d’intromission	;	B	:	fixation	du	mâle	à	la	femelle	par	ses	griffes		
ae	:	édéage	;	cl	:	clasper		La	 copulation	 se	 fait	 dans	 les	 premières	 24	h	de	présence	 sur	 l’hôte.	 Cette	 copulation	dure	 en	moyenne	 une	 dizaine	 de	minutes.	 La	 femelle	 peut	 s’accoupler	 avec	 plusieurs	mâles	au	cours	de	sa	vie	(Hsu	and	Wu,	2000).	
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	10. Système	reproducteur	femelle		L’appareil	 reproducteur	 femelle	 est	 composé	 chez	 la	 puce	 d’une	 partie	 interne	 et	 de	segments	 d’exosquelette	 modifiés.	 Certains	 de	 ces	 segments	 ont	 leur	 importance	:	 le	sternite	VII	a	une	forme	propre	pour	chaque	espèce	de	puce,	 il	est	ainsi	utilisé	dans	 la	diagnose	d’espèce.	 Le	 tergite	VIII	 est	 très	 large	et	 recouvre	 le	 sternite	VIII.	De	 chaque	côté	du	tergite	X,	se	trouvent	de	longues	setae	appelés	les	stylets	anaux.		La	partie	 interne	de	 l’appareil	 reproducteur	 femelle	est	 commune	aux	autres	 insectes.	Les	ovaires	sont	au	nombre	de	deux.	Ils	sont	formés	d’ovarioles.	Ces	ovarioles	sont	des	tubes	 ovigères	 dans	 lesquels	 les	 ovogonies	 maturent	 pour	 donner	 des	 ovocytes.	 Les	ovarioles	des	puces	sont	de	type	panoïstique.	Les	nutriments	servant	à	la	maturation	des	ovocytes	 sont	 directement	 puisés	 dans	 l’hémolymphe,	 sans	 passer	 par	 des	 cellules	nourricières.		
	
Le	germarium	contient	les	cellules	germinales	qui	produisent	les	cellules	folliculaires	et	les	 ovogonies.	 Après	maturation,	 les	 ovogonies	 deviennent	 les	 ovocytes.	 Ces	 ovocytes	restent	 bloqués	 en	 prophase	 de	 méiose	 jusqu’à	 la	 prophase	 I	;	 ils	 continuent	 de	s’accroître	 pour	 donner	 les	 follicules	 ovariens	:	 un	 ovocyte	 entouré	 de	 cellules	
Figure	25	:	Ovariole	de	type	panoïstique	(Chapman	and	Douglas,	2013)	
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	folliculaires.	 	 En	 parallèle,	 les	 ovocytes	 se	 chargent	 en	 vitellus.	 Une	 matrice	 extra	chorionique	se	forme	dans	les	oviductes	et	vient	s’agglutiner	autour	des	ovocytes	lors	de	la	descente	de	ces	derniers.	Les	filaments	terminaux	ou	ligaments	suspenseurs	fixent	les	ovarioles	 dans	 la	 cavité	 abdominale	 (Voir	 Figure	 25,	 26	 et	 Illustrations	 138	 à	 147)	(Raabe,	1973;	Chapman	and	Douglas,	2013).	Lorsque	le	follicule	se	rompt,	les	ovocytes	sont	relâchés	dans	des	oviductes	latéraux	qui	se	rejoignent	ensuite	au	sein	d’un	oviducte	commun.	 L’oviducte	 commun	 libère	 les	 ovocytes	 dans	 le	 vagin.	 Les	 oviductes	 sont	bordés	 par	 un	 épithelium	 simple	 cubique	 à	 cylindrique	 comportant	 aussi	 des	 cellules	glandulaires.	Ces	cellules	glandulaires	sécrètent		une	matrice	extra	chorionique	lorsque	les	puces	sont	matures.	Ces	sécrétions	englobent	 les	œufs.	L’épithélium	est	entouré	de	muscles	 lisses	 et	 d’une	membrane	 basale	 (Voir	 Figure	 27	 et	 Illustrations	 148	 à	 154)	(Lalitha,	1997;	Zhang	et	al.,	2017).		
	
Figure	26	:	Appareil	reproducteur	femelle	de	C.	felis	(Schéma	original)	
Légende	:	1	:	Ligaments	suspenseurs	;	2	:	Germarium	;	3	:	Vitellarium	;	4	:	Follicules	ovariens	;	5	:	Oviductes	;	
6	:	Vagin	;	7	:	Ductus	bursae	;	8	:	Ductus	communis	;	9	:	Spermathèque	;	10	:	Sensilium	Chez	 la	 plupart	 des	 espèces	 de	 puces,	 la	 femelle	 dispose	 d’une	 unique	 spermathèque.	Cette	spermathèque	se	divise	en	deux	parties	:	une	partie	élargie,	le	bulga,	et	une	partie	longue	et	 fine,	 le	hilla.	La	spermathèque	est	un	réservoir	où	 logent	 les	spermatozoïdes	
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	avant	la	fécondation	des	ovules.	Elle	est	fortement	sclérosée.,	et	est	reliée	au	vagin	par	le	
ductus	spermathecae,	puis	par	le	ductus	communis	et	ensuite	par	la	bursa	copulatrix	et	le	
ductus	bursae.	Une	relique	de	spermathèque,	le	ductus	obturatus,	se	jette	dans	le	ductus	
communis	 chez	 les	 espèces	 avec	 une	 spermathèque.	 Lors	 de	 la	 copulation,	 le	 tendon	pénien	le	plus	fin	va	jusqu’au	ductus	spermathecae,	alors	que	l’autre	tendon	s’arrête	au	niveau	de	 la	bursa	copulatrix.	La	 forme	de	 la	 spermathèque	est	un	critère	de	diagnose	important	car	elle	permet	de	différencier	les	différentes	espèces	de	puces.		Des	 glandes	 libèrent	 des	 nutriments	 pour	 les	 spermatozoïdes	 stockés	 dans	 la	spermathèque.	 Ces	 glandes	 sont	 organisées	 en	 deux	 rangées	 autour	 de	 la	 partie	proximale	 du	 bulga	 et	 distale	 du	 ductus	 spermathecae.	 Des	 cellules	 hypodermiques	entourent	 la	 spermathèque,	 les	 conduits	 spermatiques	 et	 la	 bursa	 copulatrix	 	 (Voir	Figure	26,	27	et	Illustrations	155	à	164)	(Beaucournu	et	al.,	1988;	Brinck-Lindroth	and	Smit,	2007).		
	
Figure	27	:	Spermathèque	de	Ctenocephalides	felis	(Beaucournu	et	al.,	1988).	
Légende	:	 bu	:	 bulga	;	 d.b.	:	 ductus	 bursae	;	 d.c.	:	 ductus	 communis	;	 d.o.	:	 ductus	 obturatus	;	 d.s.	:	 	 ductus	
spermathecae	;	hi	:	hille	Lorsque	les	ovules	passent	dans	les	oviductes,	des	spermatozoïdes	sont	libérés	et	vont	ainsi	les	féconder.	La	spermathèque,	les	conduits	spermatiques	et	le	vagin	dérivent	des	téguments	VIII	et	IX.	Leur	origine	est	ectodermique.	Ces	organes	sont	recouverts	d’une	cuticule	que	l’on	appelle	aussi	l’intima.	Le	reste	de	l’appareil	reproducteur	a	une	origine	mésodermique.	
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Illustration	138	:	Puce	entière	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Ovocytes	terminaux	;	2	:	Ovocytes	folliculaires	;	3	:	Ovocytes/ovogonies	;	4	:	Oviductes	;		5	:	Spermathèque	;	6	:	Vagin	;	7	:	Ampoule	rectale	;	8	:	Tissu	adipeux	
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Illustration	139	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Spermathèque	;	2	:	Sensilium	;	3	:	Stylet	anal	;	4	:	Sternite	VIII	;	5	:	Tergite	VIII	;	6	:	Tergite	VII	
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Illustration	140	:	Coupe	Histologique	de	capsule	céphalique	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Vagin	;	2	:	Oviducte	;	3	:	Spermathèque	;	4	:	Ductus	bursae	;	5	:	Ductus	spermathecae	
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Illustration	141	:	Coupe	Histologique	de	capsule	céphalique	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Vagin	;	2	:	Oviducte	;	3	:	Ovocyte	terminaux	;	4	:	Ovocyte	folliculaire	;	5	:	Ovocytes/Ovogonies	;	6	:	Intestin	moyen	
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Illustration	142	:	Abdomen	dorsal	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Ovocytes	terminaux	;	2	:	Ovocytes	folliculaires	;	3	:	Ovocytes	primaires	;	4	:	Ovarioles	;		5	:	Germarium	
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Illustration	143	:	Coupe	Histologique	d’ovarioles	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Germarium	;	2	:	Ovogonies	;	3	:	Ovocytes	primaires	;	4	:	Filament	terminaux	
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Illustration	144	:	Abdomen	dorsal	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Ovocytes	terminaux	;	2	:	Ovocytes	folliculaires	;	3	:	Cellules	folliculaires	;	4	:	Vésicules	germinales	;	5	:	Vitellus	;	6	:	Oviducte	
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Illustration	145	:	Coupe	Histologique	d’ovocyte	folliculaire	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cellules	folliculaires	;	2	:	Vésicules	germinales	;	3	:	Vitellus	;	4	:	Tunica	propria	;	5	:	Trachée		
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Illustration	146	:	Coupe	Histologique		de	capsule	céphalique	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Ovocytes	terminaux	;	2	:	Ovocytes	folliculaires	;	3	:	Cellules	folliculaires	;	4	:	Vésicules	germinales	;	5	:	Vitellus	;	6	:	Gouttelettes	de	vitellus	;	7	:	Ovocytes	primaires		
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Illustration	147	:	Coupe	Histologique	d’ovocyte	folliculaire	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cellules	folliculaires	;	2	:	Vésicules	germinales	;	3	:	Vitellus	;	4	:	Tunica	propria			
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Illustration	148	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto6luorescence		Légende	:	1	:	Vagin	;	2	:	Bursa	copulatrix	;	3	:	Oviducte	;	4	:	Ampoule	rectale	
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Illustration	149	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Ovocytes	;	2	:	Pédicelle	;	3	:	Oviductes	;	4	:	Tissu	adipeux		
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Illustration	150	:	Coupe	Histologique		d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Cellule	folliculaire	;	2	:	Vitellus	;	3	:	Pédicelle	;	4	:	Oviducte		
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Illustration	151	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Ovocyte	;	2	:	Pédicelle	;	3	:	Oviducte	;	4	:	Matrice	extra	chorionique		
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Illustration	152	:	Coupe	Histologique		d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Epithélium	;	2	:	Lumen	;	3	:	Trachéole	;	4	:	Muscles	lisses		
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Illustration	153	:	Coupe	Histologique	d’oviducte	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Epithélium	de	l’oviducte	;	2	:	Matrice	extra	chorionique	;	3	:	Muscles	lisses	;	4	:	Lumen		
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Illustration	154	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Epithélium	d’oviducte	;	2	:	Epithélium	du	vagin	;	3	:	Matrice	extra	chorionique	
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Illustration	155	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Vagin	;	2	:	Bursa	copulatrix	;	3	:	Oviducte	;	4	:	Cellule	glandulaire	de	la	spermathèque	;	5	:	Ductus	
spermathecae	
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Illustration	156	:	Abdomen	caudal	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Vagin	;	2	:	Bulga	;	3	:	Oviductes	;	4	:	Cellule	glandulaire	de	la	spermathèque	
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Illustration	157	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Bursa	copulatrix	;	2	:	Ductus	communis	;	3	:	Vagin	;	4	:	Epithélium	du	Bursa	copulatrix	;		5	:	Epithelium	du	Ductus	communis		
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Illustration	158	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	caudal	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Bursa	copulatrix	;	2	:	Ductus	communis	;	3	:	Vagin	;	4	:	Epithélium	du	Bursa	copulatrix	;		5	:	Epithelium	du	Ductus	communis	; 6	:	Epithelium	du	vagin	;	7	:	Fibres	musculaires	lisses	
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Illustration	159	:	Coupe	Histologique	de	Ductus	spermathecae	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Ductus	spermathecae	;	2	:	Cuticule	;	3	:	Epithélium	du	Ductus	spermathecae	;	4	:	Glandes	spermathecales	
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Illustration	160	:	Coupe	Histologique	de	Ductus	spermathecae	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Ductus	spermathecae	;	2	:	Epithélium	du	Ductus	spermathecae	;	3	:	Glandes	spermathecales	;		4	:	Conduit	des	glandes	spermathecales	
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Illustration	161	:	Coupe	Histologique	de	spermathèque	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Ductus	spermathecae	;	2	:	Hille	;	3	:	Bulga	;	4	:	Glandes	spermathecales	;	5	:	Muscles	de	la	spermathèque	;	6	:	Cuticule	
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Illustration	162	:	Coupe	Histologique	de	spermathèque	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Ductus	spermathecae	;	2	:	Hille	;	3	:	Bulga	;	4	:	Glandes	spermathecales	;	5	:	Muscles	de	la	spermathèque	
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Illustration	163	:	Coupe	Histologique	de	spermathèque	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Ductus	spermathecae	;	2	:	Spermathèque	;	3	:	Spermatozoides	;	4	:	Epithélium	de	la	spermathèque	;	5	:	Muscles	de	la	spermathèque	;	6	:	Cuticule	
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Illustration	164	:	Coupe	Histologique	de	spermathèque	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Ductus	spermathecae	;	2	:	Spermathèque	;	3	:	Spermatozoides	;	4	:	Epithélium	de	la	spermathèque	;	5	:	Glandes	spermathécales	;	6	:	Cuticule	
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	11. Système	circulatoire		 i. Vaisseau	sanguin		L’appareil	 circulatoire	 est	 rudimentaire	et	 se	 situe	en	partie	dorsale	du	 corps	entre	 le	tergite	et	le	diaphragme	dorsal.	Il	est	constitué	d’un	unique	vaisseau	dorsal	et	se	nomme	tube	cardiaque	;	ou	«	cœur	»,	dans	l’abdomen	de	la	puce	et	«	aorte	dorsale	»	dans	la	tête	et	le	thorax.	Le	cœur	se	divise	en	7	à	11	ventricules	qui	communiquent	entre	eux	grâce	à	des	 valvules.	 Les	 contractions	 de	 ces	 ventricules	 permettent	 la	 circulation	 de	l’hémolymphe	vers	 l’avant	de	 la	puce.	Le	remplissage	du	cœur	se	 fait	par	succion.	Des	muscles	 striés	 aliformes	 l’entourent	 	 et	 permettent	 le	 retour	 veineux.	 Il	 s’agit	 d’	 un	système	 ouvert	 à	 faible	 pression	 (Voir	 Figure	 28	 et	 Illustrations	 165	 à	 166)	 (Dajoz,	2010).	
	
Figure	28	:	Localisation	du	vaisseau	dorsal	chez	C.	felis	(Schéma	original)	
Légende	:	1	:	Vaisseau	dorsal	;	2	:	Néphrocytes	;	3	:	Filaemnts	L’appareil	circulatoire	est	composé	de	cellules	péricardiques.	Ces	cellules	péricardiques,	aussi	appelées	néphrocytes,	forment	des	filaments	qui	leur	permettent	de	s’accrocher	à	la	cuticule	dorsale	(Voir	Illustrations	167	à	173)	(Chapman	and	Douglas,	2013).	
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Illustration	165	:	Puce	entière	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Tube	cardiaque	;	2	:	Aorte	;	3	:	Intestin	moyen	;	4	:	Proventricule	;	5	:	Ampoule	rectale	;		6	:	Ovocytes	;	7	:	Cerveau	;	8	:	Ganglions	thoraciques	;	9	:	Tissu	adipeux	
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Illustration	166	:	Coupe	Histologique	de	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Vaisseau	dorsal	;	2	:	Intestin	moyen	;	3	:	Intestin	postérieur	;	4	:	Ampoule	rectale	;	5	:	Bulbe	rectal	;	6	:	Ovocytes	;	7	:	Tergites	
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Illustration	167	:	Vaisseau	dorsal	C.	felis	en	auto3luorescence		Légende	:	1	:	Vaisseau	dorsal	;	2	:	Aorte	;	3	:	Tube	cardiaque	;	4	:	Néphrocytes	;	5	:	Proventricule	;	6	:	Intestin	moyen	
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Illustration	168	:	Coupe	Histologique	de	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Vaisseau	dorsal	;	2	:	Néphrocytes	;	3	:	Oenocyte	;	4	:	Cuticule	
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Illustration	169	:	Coupe	Histologique	de	vaisseau	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Vaisseau	dorsal	;	2	:	Néphrocytes	;	3	:	Filaments	;	4	:	Oenocytes	;	5	:	Cuticule	
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Illustration	170	:	Coupe	Histologique	de	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Vaisseau	dorsal	;	2	:	Néphrocytes	;	3	:	Trophocytes	;	4	:	Filaments	;	5	:	Cuticule	;	6	:	Cellule	hypodermique	
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Illustration	171	:	Coupe	Histologique	de	vaisseau	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Néphrocytes	;	2	:	Cellule	hypodermique	;	3	:	Cuticule	;	4	:	Hémocytes	
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Illustration	172	:	Coupe	Histologique	de	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Vaisseau	dorsal	;	2	:	Néphrocytes	;	3	:	Valvule	;	4	:	Trophocytes	;	5	:	Oenocytes	;	6	:	Filaments	
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Illustration	173	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Néphrocyte	;	2	:	Vaisseau	dorsal	;	3	:	Organe	pulsatil	;	4	:	Trophocytes	;	5	:	Sensilium	;		6	:	Oenocyte	
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	ii. Hémolymphe		Le	«	sang	»	de	la	puce,	ou	hémolymphe,	se	compose	de	six	types	de	cellules	sanguines.	La	première,	 les	 prohémocytes,	 sont	 des	 cellules	 circulantes	 d’origine	 mésodermique,	 et	précurseurs	 des	 cinq	 autres	 types	 de	 cellules	:	 les	 plasmatocytes,	 les	 granulocytes,	 les	sphérulocytes,	 les	 adipohémocytes	 et	 les	 coagulocytes.	 On	 appelle	 ces	 cellules	 les	hémocytes.		
• Les	 plasmatocytes	 et	 les	 granulocytes	ont	 des	 propriétés	 phagocytaires.	 Ils	 ont	pour	rôle	d’ingérer	des	particules	étrangères.	Ce	sont	des	acteurs	de	l’immunité	non	spécifique.	
• Les	coagulocytes	sont	impliqués	dans	le	processus	de	coagulation.	
• Les	 adipohémocytes	 et	 les	 sphérulocytes	 ont	 un	 rôle	 dans	 le	 métabolisme	 de	puce.		Ces	cellules	ont	aussi	des	rôles	dans	l’histolyse	lors	de	la	métamorphose,	le	transport	des	hormones	et	le	stockage	d’éléments	nourriciers	(tréhalose,	proline…).	Histologiquement,	il	est	difficile	de	différencier	ces	cellules	(Heusser	and	Dupuy,	2015).		Un	 autre	 type	 cellulaire	 est	 présent	:	 il	 s’agit	 des	 œnocytes.	 Ces	 cellules	 d’origine	ectodermique	ont	un	rôle	dans	la	synthèse	des	lipides	de	la	cuticule	et	la	détoxification	de	l’organisme	des	puces	(Voir	Illustrations	174	à	177)	(Martins	and	Ramalho-Ortigão,	2012).		L’hémolymphe	des	 insectes	n’a	pas	de	 transporteur	actif	d’O2,	et	n’intervient	ainsi	pas	dans	 la	 respiration	 qui	 est	 assurée	 par	 le	 système	 de	 trachées,	 comme	 développé	 ci-après.							
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Illustration	174	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Néphrocytes	;	2	:	Hémocytes	;	3	:	Prohémocytes	;	4	:	Trophocyte	
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Illustration	175	:	Coupe	Histologique	de	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Hémocytes	;	2	:	Oenocyte	;	3	:	Cellules	hypodermiques	;	4	:	Cuticule	
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Illustration	176	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Hémocytes	;	2	:	Oenocyte	;	3	:	Trophocyte	;	4	Néphrocyte	
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Illustration	177	:	Coupe	Histologique	de	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Hémocytes	;	2	:	Vaisseau	dorsal	;	3	:	Néphrocyte	;	4	:	Trophocyte	;	5	:	Germarium	
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	12. Système	respiratoire		Les	échanges	gazeux	chez	les	insectes	se	font	par	le	biais	d’un	réseau	interne	de	trachées	constituant	l’appareil	respiratoire.	On	parle	de	respiration	trachéenne.			Les	 trachées	 communiquent	vers	 l’extérieur	par	des	 stigmates	appelés	aussi	 spiracles.	Ce	 sont	 des	 orifices	 présents	 sur	 chaque	 segment	 thoracique	 et	 abdominal.	 On	 en	dénombre	ainsi	trois	pour	le	thorax,	et	sept	pour	l’abdomen.	Le	spiracle	prothoracique	(Th1)	s’ouvre	à	la	base	du	propleuron.	Le	spiracle	mésothoracique	(Th2)	s’ouvre	sous	le	
mesopleuron,	 et	 le	 spiracle	 métathoracique	 (Th3)	 sur	 la	 partie	 supérieure	 du	
metepimeron.	 Le	 premier	 segment	 abdominal	 n’a	 pas	 de	 spiracle.	 Pour	 les	 segments	abdominaux	 2	 à	 7,	 les	 spiracles	 se	 situent	 sur	 le	 tergite.	 Le	 spiracle	 du	 segment	abdominal	 8	 est	 placé	 sur	 le	 8e	 tergite,	 dorsalement.	 Un	 grand	 atrium	 ou	 une	 grande	chambre	 sous	 stomatique	 suit	 ce	 8è	 spiracle	 abdominal.	 Tous	 ces	 spiracles	 ont	 des	mécanismes	de	fermeture	assurés	par	des	valves,	placées	après	les	atriums	(Voir	Figure	29	 et	 Illustrations	 178	 à	 186).	 L’ouverture	 et	 la	 fermeture	 des	 stigmates	 s’effectuent	sous	contrôle	nerveux.	Cela	dépend	de	l’accumulation	d’acide	lactique	dans	l’organisme,	de	la	concentration	en	CO2	et	de	la	fraction	en	O2	dans	l’air.	Les	ouvertures/fermetures	des	 stigmates	 permettent	 de	 créer	 des	mouvements	 d’air	 et	 une	meilleure	 circulation	des	 gaz	 respiratoires.	 La	 fermeture	 des	 stigmates	 permet	 de	 lutter	 contre	 la	dessiccation.					
	
	
		
	
Figure	29	:	(d)	Stigmate	de	puce	;	(c)	Stigmate	en	coupe	transversale	(Chapman	and	Douglas,	2013).		
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	Un	tronc	trachéal	fait	suite	à	l’atrium	et	à	leur	système	de	fermeture.	Ce	tronc	trachéal	se	divise	en	deux	trachées,	qui	se	divisent	ensuite	en	plusieurs	autres	trachées	de	plus	petit	diamètre.	 Les	 trachées	 s’affinent	 pour	 devenir	 des	 trachéoles,	 dont	 le	 diamètre	 est	inférieur	à	1µm.	C’est	grâce	à	 leur	cuticule	fine	que	les	gaz	respiratoires	traversent	 les	trachéoles.	Les	échanges	d’O2	et	CO2	se	font	par	diffusion.	Ils	participent	au	métabolisme	cellulaire(Wigglesworth	V	B	and	Haldane	J	S,	1935;	Chapman	and	Douglas,	2013).		
	
Figure	30	:	Trachée	d'insecte	(Chapman	and	Douglas,	2013).		Les	trachées	sont	des	invaginations	ectodermiques	recouvertes	par	une	fine	couche	de	cuticule	à	l’intérieur	et	par	des	filaments	élastiques	spiralés	que	l’on	appelle	taenidies.	A	l’extérieur	de	ces	spirales,	il	est	possible	d’observer	des	cellules	épithéliales	ainsi	qu’une	membrane	basale.	Ce	sont	les	cellules	épithéliales	qui,	par	leur	sécrétion,	produisent	la	cuticule	des	trachées	(Voir	Figure	30	et	Illustrations	187	à	190)	(Webster	et	al.,	2015).					 	
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Illustration	178	:	Abdomen	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Stigmates	abdominaux	2	à	7	;	2	:	Stigmate	abdominale	8	;	3	:	Stigmate	métathoracique	;		4	:	Sensilium		
1	
2	
2	3	
4	
Illustration	179	:	Abdomen	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Stigmates	abdominaux	2	à	7	;	2	:	Trachées	principales	;	3	:	Ovocytes	;	4	:	Tissu	adipeux	
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Illustration	180	:	Abdomen	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Stigmate	abdominale	8	;	2	:	Valve	;	3	:	Atrium	;	4	:	Tronc	trachéal	;	5	:	Trachées	
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Illustration	181	:	Stigmate	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Stigmate	métathoracique	;	2	:	Valve;	3	:	Tronc	trachéal	;	4	:	Trachée	
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Illustration	182	:	Abdomen	de	C.	felis	en	auto5luorescence		Légende	:	1	:	Stigmate	prothoracique	;	2	:	Stigmate	métathoracique	;	3	:	Résiline	;	4	:	Tige	pleurale	
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Illustration	183	:	Coupe	Histologique	de	stigmate	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Stigmate	abdominale	8	;	2	:	Valve	;	3	:	Atrium	;	4	:	Tronc	trachéal	;	5	:	Trachées	
1	
2	
3	
4	
5	
5	
163
		 	
Illustration	184	:	Coupe	Histologique	de	stigmate	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Stigmate	métathoracique	;	2	:	Tronc	trachéal	;	3	:	Valve	;	4	:	Proventricule	;	5	:	Fibres	musculaires	
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Illustration	185:	Coupe	Histologique	de	stigmate	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Stigmate	;	2	:	Valve	;	3	:	Taenidies	;	4	:	Tronc	trachéal	
1	
2	
3	
4	
164
		 	
Illustration	186	:	Coupe	Histologique	de	stigmate	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Stigmate	prothoracique	;	2	:	Tronc	trachéal	;	3	:	Valve	;	4	:	Muscles	fermant	la	valve		
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Illustration	187	:	Trachée	dans	le	membre	prothoracique	de	C.	felis	en	auto:luorescence		Légende	:	1	:	Membre	prothoracique	;	2	:	Trachée	;	3	:	Capsule	céphalique	
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Illustration	188	:	Coupe	Histologique	de	stigmate	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Trachée	;	2	:	Taenidies	;	3	:	Cellules	épithéliales	
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Illustration	189	:	Coupe	Histologique	d’abdomen	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Trachées	;	2	:	Trophocytes	;	3	:	Intestin	moyen	
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Illustration	190	:	Coupe	Histologique	de	trachées	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Trachées	;	2	:	Trachéoles	;	3	:	Cellules	épithéliales	;	4	:	Taenidies	
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	13. Système	nerveux/corps	cardiaque/corps	allate		 i. Généralités		Le	système	nerveux	des	insectes	se	compose	de	cellules	très	spécialisées	:	les	neurones.	Ces	cellules	transmettent	l’information	par	le	biais	de	potentiel	d’action	:	une	différence	de	potentiel	de	part	et	d’autre	de	la	membrane	induit	 la	transmission	de	l’information.	Ce	potentiel	d’action,	 ou	 influx	nerveux,	 est	unidirectionnel.	Tous	 les	neurones	ont	un	corps	 cellulaire	 (ou	 l’on	 retrouve	 le	 noyau)	 et	 des	 prolongements	membranaires	:	 des	axones	et	des	dendrites	(Wigglesworth,	1959;	Schürmann,	1972;	Rothschild	et	al.,	1986;	Dajoz,	2010;	Chapman	and	Douglas,	2013).		Les	neurones	sont	souvent	divisés	en	trois	catégories	:	(Voir	figure	31)	
• les	 neurones	 afférents	 ou	 sensoriels	:	 de	 type	 bipolaire	 ou	 multipolaire,	 leurs	dendrites	 sont	 liées	 aux	 organes	 sensoriels	 ou	 récepteurs	 sensoriels	;	 ils	apportent	l’influx	nerveux	vers	le	système	nerveux	central	;	
• les	neurones	 efférents	ou	moteurs	:	 de	 type	unipolaire	;	 ils	 conduisent	 le	 signal	nerveux	 du	 système	 nerveux	 central	 vers	 les	 muscles	 ou	 les	 glandes	 qu’ils	innervent	;	
• les	 interneurones	:	 de	 type	 unipolaire	;	 ils	 transmettent	 l’information	 entre	 les	neurones	dans	le	système	nerveux	central.		
	
Figure	31	:	Différents	types	de	neurone	(Chapman	and	Douglas,	2013).	
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		Les	neurones	sont	en	contact	avec	d’autres	neurones	ou	d’autres	cellules	via	des	zones	de	 contact	 fonctionnelles	 appelés	 synapses.	 Les	 neurotransmetteurs,	 communs	 aux	vertébrés	 (acétylcholine,	 GABA,	 glutamate,	 …)	 transmettent	 l’information	 via	 ces	synapses.	Les	synapses	des	insectes	sont	des	sites	d’action	de	nombreux	insecticides,	qui	peuvent	 stimuler	 ou	 inhiber	 la	 libération	 de	 certains	 de	 ces	 neurotransmetteurs,	conduisant	 souvent	 à	 une	 hyperpolarisation	 synaptique	 induisant	 la	mort	 de	 l’insecte	(Phipps	et	al.,	2005).		 ii. Système	nerveux	central		Chez	les	insectes,	le	système	nerveux	central	est	composé	d’un	cerveau,	constitué	de	la	fusion	 de	 plusieurs	 ganglions	 et	 placé	 dorsalement	 à	 l’œsophage	 et	 à	 l’aorte	ainsi	 que		d’une	 chaîne	 nerveuse,	 située	 ventralement	 au	 tube	 digestif,	 	 composée	 de	 paires	 de	ganglions	 par	 segment	 thoracique	 et	 abdominal..	 Les	 paires	 de	 ganglions	 de	 chaque	segment	 sont	 liées	 entre	 elles	 par	 des	 cordons	 nerveux	 transversaux	 appelés	commissures.	Les	ganglions	de	segments	différents	sont	reliés	entre	eux	par	des	cordons	nerveux	longitudinaux	appelés	connectifs.			La	fusion	de	trois	paires	de	ganglions	cérébroides,	soit	six	ganglions,	forment	le	cerveau.	Ce	 cerveau	 est	 placé	 dorsalement	 dans	 la	 capsule	 céphalique.	 Il	 se	 compose	 en	 trois	parties	:	 le	protocerebrum,	 le	deutocerebrum	et	 le	tritocerebrum.	Chez	 la	puce,	 les	nerfs	optiques	partent	des	yeux	pour	aller	vers	la	partie	postérieure	du	cerveau.	On	retrouve	dans	le	cerveau	des	amas	de	substance	blanche	que	l’on	appelle	corps	pédonculés.	Ces	corps	font	la	connexion	entre	tous	les	centres	nerveux	du	cerveau.	Ils	sont	situés	dans	le	
protocerebrum.		Ensuite,	vient	la	paire	de	ganglions	sous-œsophagiens.	Chez	la	puce,	les	ganglions	sous-	œsophagiens	sont	fusionnés	au	cerveau.	L’aorte,	l’œsophage	et	le	pharynx	passent	entre	le	cerveau	et	les	ganglions	sous-œsophagiens.	Cette	paire	de	ganglions	innerve	les	pièces	buccales	(Voir	Figure	32	et	Illustrations	196	à	201).		
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			Dans	 le	 thorax,	 trois	 volumineuses	 paires	 de	 ganglions	 sont	 responsables	 de	 la	locomotion	:	 la	 paire	 de	 ganglions	 prothoraciques,	 la	 paire	 de	 ganglions	mésothoraciques	et	la	paire	de	ganglions	métathoraciques.	Ils	innervent	notamment	les	muscles	 permettant	 l’ouverture/fermeture	 des	 spiracles	 de	 leur	 segment	 (Voir	 Figure	32	et	Illustrations		192,	195	et	196).		Dans	 l’abdomen,	on	retrouve	sept	paires	de	ganglions	chez	 la	 femelle	et	huit	paires	de	ganglions	 chez	 le	 mâle.	 La	 dernière	 paire	 de	 ganglions	 abdominaux	 de	 la	 femelle	 est	issue	 de	 la	 fusion	 de	 deux	 ganglions.	 La	 dernière	 paire	 de	 ganglions	 innerve	 l’anus,	l’appareil	reproducteur	et	le	sensilium	(Voir	Figure	33	et	Illustrations	191,	193,	194,	197	et	198).		
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Figure	32	:	Tête	de	C.	felis	(Schéma	original)	
Légende	:	1	:	Cerveau	;	2	:	Ganglion	prothoracique	;	3	:	Ganglion	mésothoracique	;	4	:	Ganglion	
métathoracique	;	5	:	Ganglion	abdominale	;	6	:	Nerf	antennaire	;	7	:	Nerf	Buccal	;	8	:	Nerf	optique	;	9	:	œil	;				
10	:	Corps	pédonculés	
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Figure	33	:	Organisation	de	la	chaine	nerveuse	chez	la	femelle	et	le	mâle	(Schéma	original)		Les	ganglions	et	le	cerveau	s’agencent	de	la	même	manière.	Le	neuropile	est	au	centre	:	il	s’agit	 d’un	 ensemble	 de	 fibres	 nerveuses	 entourées	 de	 cellules	 gliales.	 Les	 corps	cellulaires	 se	 retrouvent	 à	 la	 périphérie	 des	 ganglions.	Du	 tissu	 conjonctif	 entoure	 les	ganglions	 et	 le	 cerveau	:	 le	 périnèvre	 et	 la	 lamelle	 neurale.	 Le	 périnèvre	 est	 un	épithélium	 simple	 pavimenteux.	 A	 l’extérieur	 du	 périnèvre	 se	 trouve	 une	 membrane	basale	:	la	lamelle	neurale	(Voir	Figure	34	et	Illustrations	202	à	204).	
	
Figure	34	:	Structure	d'un	ganglion	(Chapman	and	Douglas,	2013).		 	
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Illustration	191	:	Chaine	nerveuse	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Cerveau	;	2	:	Ganglions	abdominaux	;	3	:	Yeux		
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Illustration	192	:	Chaine	nerveuse	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Cerveau	;	2	:	Ganglion	prothoracique	;	3	:	Ganglion	méothoracique	;	4	:	Ganglion	métathoracique	;	5	:	Ganglions	abdominaux	1	et	2	;	6	:	Proventricule	;	7	:	Intestin	moyen	
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Illustration	193	:	Chaine	nerveuse	de	C.	felis	en	auto4luorescence		Légende	:	1	:	Ganglions	abdominaux	3	à	6	;	2	:	Ganglion	abdominal	8	;	3	:	Tissu	adipeux	;	4	:	Ovocytes	
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Illustration	194	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx40		Légende	:	1	:	Cerveau	;	2	:	Ganglion	prothoracique	;	3	:	Ganglion	mésothoracique	;	4	:	Ganglion	métathoracique	;	5	:	Ganglions	abdominaux	;	6	:	Appareil	digestif	;	7	:	Appareil	reproducteur	femelle	
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Illustration	195	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Cerveau	;	2	:	Ganglion	prothoracique	;	3	:	Ganglion	mésothoracique	;	4	:	Ganglion	métathoracique	;	5	:	Ganglion	abdominal	
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Illustration	196	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Cerveau	partie	dorsale	;	2	:	Cerveau	partie	ventrale	;	3	:	Ganglion	prothoracique	;	4	:	Connectif	;	5	:	Oesophage		
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Illustration	197	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Ganglions	abdominaux	;	2	:	Connectifs	;	3	:	Intestin	moyen	
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Illustration	198	:	Coupe	Histologique	de	C.	felis	HEx100		Légende	:	1	:	Ganglion	prothoracique	;	2	:	Ganglions	abdominaux	1	à	6	;	3	:	ganglion	abdominal	7	
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Illustration	199	:	Cerveau	de	C.	felis	en	auto3luorescence		Légende	:	1	:	Cerveau	;	2	:	Neuropile	;	3	:	Corps	cellulaires	;	4	:	Œsophage	;	5	:	Muscles	de	la	pompe	pharyngiale	
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Illustration	200	:	Cerveau	de	C.	felis	en	auto3luorescence		Légende	:	1	:	Cerveau	;	2	:	Neuropile	;	3	:	Corps	cellulaires	;	4	:	Corps	pédonculés	;	5	Œsophage	;	6	:	Muscles	de	la	pompe	pharyngiale	
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Illustration	201	:	Coupe	Histologique		de	cerveau	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Neuropile	;	2	:	Corps	cellulaires	;	3	:	Connectif	;	4	:	Nerf	;	5	:	Périnerium	et	lamelle	neurale	
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Illustration	202	;	Coupe	Histologique		de	cerveau	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Neuropile	;	2	:	Corps	cellulaires	;	3	:	Périnèvre	;		4	:	Lamelle	neurale	
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Illustration	203	:	Coupe	Histologique	de	connectif	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Connectif	;	2	:	Neuropile	;	3	:	Corps	cellulaire	;	4	:	Périnèvre	;	5	:	Lamelle	neurale	
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Illustration	204	:	Coupe	Histologique		de	ganglion	thoracique	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Neuropile	;	2	:	Périnèvre	et	lamelle	neurale	;	3	:	Nerf	membre	;	4	:	Membre	
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	iii. Système	nerveux	sympathique		Le	 système	 nerveux	 sympathique,	 appelé	 encore	 système	 nerveux	 viscéral,	 est	étroitement	lié	au	système	nerveux	central.		Des	nerfs	frontaux	lient	le	tritocerebrum	à	l’unique	ganglion	frontal.	Ce	ganglion	se	situe	sur	 la	 paroi	 dorsale	 de	 l’œsophage.	 Ce	 ganglion	 innerve	 le	 pharynx	 et	 les	 muscles	contrôlant	 la	 salivation.	 Un	 nerf	 récurrent	 lie	 le	 ganglion	 frontal	 au	 ganglion	hypocérébral.	 Ce	 dernier	 se	 situe	 entre	 les	 corps	 cardiaques	 et	 les	 corps	 allates.	 Ce	ganglion	innerve	les	corps	cardiaques,	 le	vaisseau	cardiaque	et	 l’intestin	antérieur.	Les	nerfs	 gastriques	 partant	 du	 ganglion	 hypocérébral	 innervent	 la	 partie	 postérieure	 de	l’intestin	 (Voir	 Figure	 35	 et	 Illustrations	 205	 à	 208)	 (Nation,	 2001;	 Chapman	 and	Douglas,	2013).	
						 	
Figure	35	:	Système	nerveux	sympathique	(Schéma	original)	
Légende	:	1	:	Ganglion	frontal	;	2	:	Nerf	récurrent	;	3	:	Nerf	frontal	;	4	:	Corps	cardiaques/corps	allates	
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Illustration	205	:	Système	nerveux	de	C.	felis	en	auto8luorescence		Légende	:	1	:	Cerveau	partie	dorsale	;	2	:	Cerveau	partie	ventrale	;	3	:	Ganglion	frontal	;	4	:	Nerf	récurrent	;		5	:	Pompe	pharyngiale	;	6	:	Pompe	cibariale	;	7	:	Muscles	de	la	pompe	pharyniale	;	8	:	Muscles	de	la	pompe	cibariale			
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Illustration	206	:	Coupe	Histologique	de	capsule	céphalique	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Ganglion	frontal	;	2	:	Fibres	musculaires	;	3	:	Cuticule	;	4	:	Nerfs	
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Illustration	207	:	Coupe	Histologique		de	capsule	céphalique	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Neuropile	;	2	:	Périnèvre	et	lamelle	neurale	;	3	:	Corps	cellulaires	;	4	:	Ganglion	frontal	;	5	:	Pompe	pharyngiale	;	6	:	pompe	cibariale	;	7	:	Yeux	
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Illustration	208	:	Coupe	Histologique	de	capsule	céphalique	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Nerf	récurrent	;	2	:	Cerveau	;	3	:	Pompe	pharyngiale	;	4	:	Cuticule	
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	iv. Corps	allates/corps	cardiaques		Les	 corps	 allates	 et	 les	 corps	 cardiaques	 forment	 des	 glandes	 sécrétrices	et	 sont	 sous	contrôle	nerveux	et	neurohormonal	du	cerveau	(Voir	Figure	35,	36	et	Illustrations	209	à	212)	(Diederen	et	al.,	2002).		
• Les	 corps	allates,	 appelés	aussi	corpora	allata,	 sont	 situés	de	part	 et	d’autre	de	l’œsophage	dans	la	partie	crâniale	du	prothorax.	Chaque	corps	allate	est	relié	au	corps	 cardiaque	 du	 même	 côté.	 Ils	 sécrètent	 notamment	 l’hormone	 juvénile,	intervenant	dans	le	développement	et	la	mue	des	insectes.	
• Les	 corps	 cardiaques,	 appelés	 aussi	 corpora	 cardiaca,	 sont	 situés	 de	 part	 et	d’autre	 de	 l’aorte,	 dorsalement	 aux	 corps	 allates.	 Ils	 stockent	 et	 libèrent	l’hormone	prothoracicotrophique,	responsable	du	déclenchement	de	la	mue.	
		
Figure	36	:	Corps	allates	et	corps	cardiaques	de	puce	(Rothschild	et	al.,	1986).	
Légende	:	 1	:	 corps	 cardiaque	;	 2	:	 corps	 allate	;	 3	:	 cellules	 péricardiques	;	 4	:	 nerf	 récurrent	;	 5	:	 Nerf	
gastrique	;	6	:	ganglion	hypocérébral	;	7	:	nerf	oesophageal			
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Illustration	209	:	Jonction	entre	la	capsule	céphalique	et	le	thorax	de	C.	felis	en	auto9luorescence		Légende	:	1	:	Corps	cardiaques/Corps	allates	2	:	Cerveau	partie	dorsale	;	3	:	Cerveau	partie	ventrale	;	4:	Ganglion	prothoracique	;	5	:	Œsophage	;	6	:	Trachée	
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Illustration	210	:	Coupe	Histologique	de	capsule	céphalique	et	thorax	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Corps	cardiaque	;	2	:	Corps	allate	;	3	:	Nerfs	oesophageals	;	4	:	Oesophage	
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Illustration	211	:	Coupe	Histologique		de	capsule	céphalique	et	thorax	de	C.	felis	HEx200		Légende	:	1	:	Corps	cardiaque	;	2	:	Corps	allate	
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Illustration	212	:	Coupe	Histologique	de	capsule	céphalique	et	thorax	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Corps	cardiaque	;	2	:	Corps	allate	;	3	:	Nerf	oesophageal	;	4	:	Œsophage	;	5	:	Cuticule	
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	14. Yeux		Les	insectes	peuvent	avoir	des	yeux	simples	ou	des	yeux	composés	:	ceux	de	la	puce	sont	simples	 et	 très	 sclérosés.	 Ils	 sont	 au	 nombre	 de	 deux	 et	 se	 situent	 latéralement	(Chapman	and	Douglas,	2013;	Dajoz,	2010;	Resh	and	Cardé,	2009).	Ils	ne	sont	pas	faits	d’ommatidies	 comme	 les	 yeux	 composés	 de	 la	 majorité	 des	 insectes,	 mais	 ils	ressemblent	à	des	ocelles.	Même	si	les	yeux	des	puces	ne	sont	que	très	peu	développés,	cela	leur	permet	de	détecter	les	sources	lumineuses	et	d’avoir	un	phototropisme	positif.	En	effet,	l’opsine	présente	dans	leurs	yeux	leur	permet	de	détecter	les	spectres	dont	les	longueurs	d’onde	sont	dans	le	rouge	et	le	vert	(Taylor	et	al.,	2005).				
		
Figure	37	:	Structure	des	yeux	simple	chez	les	insectes	(Chapman	and	Douglas,	2013).		Une	cornée	(cuticule	modifiée)	recouvre	 les	yeux,	 formant	une	 lentille	biconvexe.	Sous	cette	lentille,	on	retrouve	un	tissu	composé	de	cellules	cornéagènes	photoréceptrices	et	de	 rhabdomères.	 Ce	 tissu	 permet	 une	 vision	 partielle	 à	 la	 puce.	 Un	 nerf	 optique	 relie	chaque	 œil	 au	 cerveau.	 Les	 yeux	 sont	 entourés	 d’une	 couche	 de	 cellules	 pigmentées	(Voir	Figure	37	et	Illustrations	213	à	217).	
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Illustration	213	:	Capsule	céphalique	de	C.	felis	en	auto8luorescence		Légende	:	1	:	Yeux	;	2	:	Antenne	;	3	:	Pièces	buccales	;	4	:	Membre	prothoracique	;	5	:	Thorax	
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Illustration	214	:	Capsule	céphalique	de	C.	felis	en	auto8luorescence		Légende	:	1	:	Lentille	;	2	:	Couche	de	cellules	pigmentées	;	3	:	Rhabdomères	et	cellules	cornéagènes	;		4	:	Antenne	
1	 2	
3	 4	
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Illustration	215	:	Coupe	Histologique	longitudinale	d’œil	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Lentille	;	2	:	Couche	de	cellules	pigmentées	;	3	:	Rhabdomères	;	4	:	Cellules	cornéagènes	
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Illustration	216	:	Coupe	Histologique	transversale	d’œil	de	C.	felis	HEx1000		Légende	:	1	:	Couche	de	cellules	pigmentées	;	2:	Rhabdomères	;	3	:	Cellules	cornéagènes	
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Illustration	217	:	Coupe	Histologique	de	capsule	céphalique	de	C.	felis	HEx400		Légende	:	1	:	Couche	de	cellules	pigmentées	;	2	:	Rhabdomères	;	3	:	Cellules	cornéagènes	;	4	:	Nerf	optique	
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	V. Discussion		Cette	 thèse	 a	 été	 élaborée	 selon	une	 organisation	 originale.	 En	 effet,	 nous	 avions	 tout	d’abord	envisagé	d’organiser	le	manuscrit	de	manière	conventionnelle,	c’est-à-dire	avec	une	 partie	 bibliographique	 et	 une	 partie	 expérimentale.	 Mais	 cette	 structure	 aurait	manqué	de	clarté	et	de	praticité	pour	assurer	une	 lecture	optimale	de	 l’atlas	que	nous	avons	réalisé.	Nous	avons	alors	opté	pour	une	description	organe	par	organe	ou	appareil	par	 appareil.	 Pour	 chaque	 organe,	 une	 première	 partie	 a	 été	 élaborée	 en	 faisant	 la	synthèse	des	connaissances	actuelles	disponibles	dans	 la	bibliographie	sur	 les	 insectes	en	 général	 et	 la	 puce	 Ctenocephalides	 felis	 en	 particulier.	 Ce	 travail	 permet	 ainsi	 de	rassembler	toutes	les	données	bibliographiques	concernant	l’anatomie	et	l’histologie	de	la	 puce,	 dans	 but	 de	 produire	 une	 synthèse	 des	 données	 dont	 nous	 disposons	aujourd’hui	et	de	les	résumer.		Nous	avons	par	la	suite	recensé	certaines	données	s’appliquant	aux	insectes	afin	de	les	confronter	aux	coupes	histologiques	et	aux	photographies	de	transparisation,	obtenues	pour	la	première	fois	chez	C.	felis.		L’utilisation	de	cette	technique	a	permis	d’observer	et	de	décrire	pour	la	première	fois	chez	la	puce	certains	organes,	ou	parties	d’organes	comme	:	-	 l’organe	pulsatile,	présent	caudalement	chez	la	puce	et	permettant	une	circulation	de	l’hémolymphe	au	sein	du	vaisseau	dorsal.		Cet	organe	est	commun	à	plusieurs	insectes.	Ainsi	 la	 description	 que	 nous	 en	 avons	 faite	 dans	 le	 présent	 travail	 pourra	 être	transposée	à	de	nombreuses	autres	espèces	d’insectes.		-	rajouter	d’autres	organes	décrits	et	observés	pour	la	première	fois	s’il	y	en	a.		Au	 cours	 de	 nos	 recherches	 bibliographiques,	 nous	 avons	 pu	 trouver	 des	 données	contradictoires	quant	à	la	description	de	certains	organes,	comme	notamment	l’appareil	reproducteur	mâle.	 Un	 premier	 auteur	 suggère	 que	 les	 pseudo-tendons	 permettent	 le	relargage	des	spermatozoïdes	dans	la	spermathèque	(Duvallet	et	al.,	2017),	alors	qu’un	second	(Hsu	and	Wu,	2001)	décrit	l’existence	d’un	pénis	guidé	par	les	pseudo-tendons.	Les	 manipulations	 effectuées	 dans	 le	 cadre	 de	 cette	 thèse,	 et	 notamment	 les	 coupes	histologiques	ont	permis	de	trancher	entre	ces	deux	sources.	Une	coupe	transversale	de	puce	 mâle	 a	 montré	 l’existence	 	 d’un	 organe	 tubulaire	 entouré	 des	 pseudo-tendons	pouvant	être	le	pénis.	Nous	avons	donc	retenu	la	seconde	hypothèse	:	le	pénis	est	guidé	par	les	pseudo-tendons	chez	la	puce	C.	felis.	
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	La	transparisation	s’avère	ainsi	être	un	réel	atout	dans	la	compréhension	de	l’anatomie	des	 insectes	 en	 général	 et	 de	 la	 puce	 en	 particulier.	 Le	 logiciel	 Imaris©	 utilisé	pour	exploiter	les	différentes	coupes	de	puce	a	permis		une	étude	dynamique	de	ces	dernières	et	 de	 mieux	 imager	 les	 différentes	 structures.	 Grâce	 à	 ce	 logiciel,	 nous	 avons	 pu	interpréter	 les	 coupes	de	puces	 les	unes	après	 les	 autres,	 et	 il	 nous	a	 été	plus	aisé	de	suivre	les	organes	sur	toutes	les	coupes	sagittales.	Auparavant,	seuls	des	dessins	ou	des	schémas	 de	 puce	 permettaient	 d’imaginer	 la	 topographie	 complète	 des	 organes,	 alors	qu’avec	 la	 transparisation,	 il	 a	été	possible	de	suivre,	 coupe	par	coupe,	 chaque	organe	dans	leur	intégralité.	Ainsi,	une	étude	dynamique	pourrait	aider	à	reconstituer	certains	organes,	 dont	 on	 ignore	 aujourd’hui	 la	 topographie	 complète.	 Nous	 pouvons	 citer	l’exemple	 des	 trachées.	 Grâce	 à	 la	 transparisation,	 il	 serait	 possible	 de	 cartographier	l’ensemble	du	système	trachéen	des	puces.		Les	 deux	 méthodes	 utilisées	 dans	 cette	 thèse	 ont	 été	 complémentaires.	 La	transparisation	 a	 ainsi	 permis	 d’obtenir	 une	 topographie	 complète	 des	 organes	 et	 de	leur	 organisation	 au	 sein	 de	 la	 puce,	 tandis	 que,	 l’histologie	 a	 permis	 de	 mettre	 en	évidence	des	structures	microscopiques	à	l’échelle	de	la	cellule.	Ainsi,	dans	la	mesure	du	possible,	pour	chaque	organe,	la	structure	a	été	reliée	à	la	fonction.	Certaines	 données	 n’ont	 pas	 été	 exploitées	 dans	 cette	 thèse.	 Par	 exemple,	 il	 avait	 été	envisagé	 de	mesurer	 l’épaisseur	 de	 la	 cuticule	 à	 différents	 endroits	 de	 la	 puce.	 Cette	option	n’a	pas	été	poursuivie	en	raison	d’un	manque	de	temps.	La	 conduite	de	 ce	 travail	de	 thèse	a	 fait	 apparaître	 certaines	 limites	:	par	exemple,	 les	images	obtenues	sur	le	thorax	ont	été	décevantes	en	termes	de	transparisation.	En	effet,	le	protocole	n’a	pas	permis	d’obtenir	des	puces	 totalement	 transparentes,	 et	 cela	 s’est	remarqué	particulièrement	au	niveau	du	thorax,	où	les	structures	sont	particulièrement	chitinisées.	Nous	n’avons	donc	pas	pu	observer	avec	précision	 les	organes	thoraciques		de	la	puce.	Enfin,	seul	le	protocole	avec	du	BABB	(Benzyle	alcohol/benzyle	benzoate)	a	été	réalisé.	De	nouveaux	protocoles	(les	protocoles	DISCO	utilisant	du	dichlorométhane	et	du	dibenzyléther)	existent	cependant	et	semblent	prometteurs	:	un	prochain	travail	pourrait	consister	alors	à	utiliser	ces	nouveaux	protocoles	de	transparisation,	afin	d’obtenir	des	résultats	encore	plus	satisfaisants.			
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	VI. Conclusion			Ce	 travail	 a	 permis	 de	 faire	 une	 synthèse	 bibliographique	 des	 données	 d’histologie	 et	d’anatomie	fonctionnelle	de	la	puce	du	chat,	C.	felis.		La	description	organe	par	organe	a	été	complétée	par	des	clichés	originaux	de	coupes	histologiques	 et	 de	 transparisation,	 permettant	 ainsi	 une	 meilleure	 visualisation	 et		compréhension	de	l’anatomie	et	de	l’histologie	de	C.felis.				Ce	 travail	 se	 décrit	 donc	 comme	 une	 thèse	mixte	 où	 le	 travail	 expérimental	 est	 venu	compléter	 les	 connaissances	 bibliographiques..	 L’originalité	 de	 ce	 travail	 vient	notamment	des	illustrations	de	transparisations	qui	n’avaient	jamais	été	réalisées	sur	la	puce	auparavant,	et	qui	ont	permis	la	description	d’organes	méconnus	jusqu’alors.		Cette	 thèse	offre	ainsi	de	nombreuses	perspectives	pour	des	 recherches	à	venir	 sur	C.	
felis,	et	notamment	sur	la	localisation	tissulaire	d’agents	pathogènes	zoonotiques	comme	les	Bartonelles.		D’une	manière	plus	générale,	les	techniques	originales	utilisées	dans	ce	travail	pourront	être	transposées	à	d’autres	arthropodes	vecteurs.																	
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Elaboration	d’un	atlas	histologique	et	anatomique	du	stade	adulte	de	la	puce	
du	chat	Ctenocephalides	felis.	
Guillaume	Barbaray	
RESUME	
	 Ctenocephalides	 felis	 est	 un	 insecte	 cosmopolite	 vecteur	 de	 nombreux	 agents	
pathogènes.	Récemment,	des	études	ont	démontré	la	transmission	de	l’agent	de	la	Maladie	
des	Griffes	du	Chat,	Bartonella	henselae,	par	les	fecès	sans	savoir	s’il	existe	une	transmission	
de	 cette	 bactérie	 par	 voie	 hématogène,	 comme	 cela	 a	 été	 décrit	 pour	 d’autres	 agents	
pathogènes.		
Cette	thèse	est	préliminaire	à	de	futures	recherches	sur	les	voies	de	transmission	et	
la	répartition	de	la	bactérie	Bartonella	henselae	au	sein	de	la	puce	du	chat.	Nous	retraçons	
toutes	 les	 particularités	 histologiques	 et	 anatomiques	 de	 la	 puce	 du	 chat	Ctenocephalides	
felis	 grâce	 à	 deux	 méthodes.	 La	 première	 méthode	 est	 la	 méthode	 traditionnelle	:	
l’histologie,	avec	une	coloration	à	l’hémalun	éosine.	La	seconde	méthode	est	utilisée	depuis	
peu	dans	le	monde	des	insectes	:	il	s’agit	de	la	transparisation.	Chaque	appareil	est	décrit	et	
illustré	par	des	photos	de	coupes	histologiques	conventionnelles	et	par	des	photos	de	puces	
transparisées.	
	
Mots	clés	:	Ctenocephalides	felis,	histologie,	anatomie,	transparisation,	organes	de	la	puce	
	
Elaboration	of	a	histological	and	anatomical	atlas	of	the	adult	stage	of	the	cat	
flea	Ctenocephalides	felis.	
	
ABSTRACT	
Ctenocephalides	 felis	 is	 a	 cosmopolitan	 insect,	which	 is	 vector	 of	many	 pathogens.	
Recent	 studies	 have	 shown	 that	 the	 spread	 of	 the	 cat	 scratch	 disease’s	 agent,	Bartonella	
henselae,	 can	 occur	with	 feces.	 Still,	 studies	 don’t	 show	whether	 the	 transmission	 of	 this	
bacterium	 can	 occur	 via	 hematogenous	 spread,	 as	 it	 has	 been	 shown	 for	 other	 diseases	
agents.	
	
	 This	thesis	is	preliminary	to	future	research	about	routes	of	transmission	and	spread	
of	Bartonella	henselae	bacteria	within	 the	cat	 flea.	Histological	and	anatomical	 features	of	
the	Ctenocephalides	felis	cat	flea	are	studied	here	with	two	technics.	The	first	technic	is	the	
traditional	 technic,	which	 is	histology	with	haemalun	eosin	 staining.	 The	 second	 technic	 is	
quite	recent	for	the	insect	field:	it	is	Clarification.	All	flea	organs	are	described	and	illustrated	
thanks	to	conventional	histological	sectional	photos	and	thanks	to	clarified	fleas.	
Key	words	:	Ctenocephalides	felis,	histology,	anatomy,	Clarification,	flea	organs	
